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PRESENTACIÓN  
 
Este trabajo cuenta con seis capítulos desarrollados en formato de  artículo científico. Se 
pretende con este formato ofrecer un documento conciso, organizado y autocontenido que 
facilite la comprensión por parte de los futuros lectores.  
  
El capítulo 1 presenta el problema, hipótesis y objetivos de la investigación. El capítulo 2 
desarrolla brevemente las principales características del cultivo de vainilla. Con esto se 
puede dar una mayor claridad a los objetivos del estudio. El capítulo 3 describe el 
aislamiento, evaluación in vitro e identificación molecular, de algunos microorganismos 
asociados a cultivo de vainilla que podrían ser potenciales bio-fertilizantes. En el capítulo 4 
se estudia el efecto de diferentes combinaciones de sustratos orgánicos (los más 
reconocidos en el cultivo de vainilla), niveles de fertilización química y biológica 
(inoculación con los microorganismos presentados en el capítulo 3). En el capítulo 5 se 
evalúa el efecto de otros tipos de materiales orgánicos, utilizados en menor proporción en 
los cultivos de vainilla, junto a niveles de fertilización química. Finalmente, el capítulo 6 
presenta las conclusiones del estudio.     
 
Además, este trabajo contiene una sección de anexos que complementan los resultados 
obtenidos en los capítulos 4 y 5. El anexo a. fue elaborado con el objetivo de evaluar la tasa 
de degradación mediante bolsas de descomposición de algunos sustratos orgánicos. El 
anexo b, se trata de un trabajo hecho conjuntamente por la autora, la estudiante de 
ingeniería forestal Alejandra Monsalve y el profesor Flavio Moreno, el cual se desarrolló 
bajo el marco del proyecto Cultivo e Industrialización de la Vainilla en Colombia. En él se 
evalúa el efecto de diferentes tipos de materiales orgánicos compostados y frescos sobre el 
desarrollo de plantas de vainilla.  
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RESUMEN 
 
El cultivo de vainilla (Vanilla planifolia Jacks.) en Colombia, se ha posicionado como una 
actividad promisoria, sin embargo, el país no cuenta con experiencia en el desarrollo del 
cultivo que le permita asegurar su producción y permanencia. 
 
Entre los temas a desarrollar, y que han sido poco investigados en otros lugares del mundo 
donde se cultiva vainilla, se encuentra la aplicación de sustratos orgánicos para el 
crecimiento de la planta y su manejo integrado mediante fertilización química y/o 
biológica. 
 
Por esta razón, se evaluó el efecto individual y combinado de diferentes sustratos orgánicos 
(fibra de coco, chips de madera, vermicompost y hojarasca) en distintas proporciones, 
niveles de fertilización química (0, 20, 60 y 140 g año
-1 
por planta del fertilizante comercial 
29-11-11) e inoculación microbial [(bacterias fijadoras de N2 (BFN), microorganismos 
solubilizadores de fosfato (PSM), microorganismos celulolíticos y microorganismos 
amonificantes)] sobre el crecimiento y nutrición de plántulas de vainilla. 
 
Los resultados indican que hay una abundante y diversa población microbial asociada al 
sustrato y raíces de vainilla. Se detectaron algunos microorganismos con potencial 
biofertilizante; no obstante, su inoculación no tuvo efectos significativos sobre el 
desempeño de la planta.  
 
Por otro lado, se observó en dos ensayos diferentes la interacción significativa (P≤0.01) 
entre la composición de los sustratos y la fertilización sobre el crecimiento y nutrición de la 
planta:  
 
1. Se observó un mayor crecimiento bajo la dosis de fertilización de 20 g por planta por año 
y la combinación de 75% de fibra de coco o chips de madera y 25% de hojarasca. La 
presencia de fibra de coco produjo contenidos foliares de fósforo, potasio, cobre, magnesio 
y manganeso significativamente mayores (P≤0.05) que los obtenidos cuando los chips de 
madera estaban incluidos en el sustrato. Por el contrario, la presencia de chips de madera 
incrementó significativamente (P≤0.05) los contenidos foliares de nitrógeno y calcio 
respecto a los obtenidos cuando el sustrato contenía fibra de coco.       
 
2. El crecimiento de vainilla fue significativamente mayor (P≤0.05) cuando el sustrato 
contenía 20% de vermicompost, 80% de fibra de coco y fertilización de 140 g por planta 
por año y cuando el sustrato contenía 20% de vermicompost, 80% de hojarasca y 
fertilización de 0 g por planta por año. Los contenidos foliares de Ca, Mg y Mn fueron 
mayores cuando el sustrato estaba compuesto por hojarasca y vermicompost. Así mismo, 
los contenidos de K y N fueron mayores cuando el sustrato contenía fibra de coco y 
vermicompost.  
 
 
3 
 
CAPITULO 1.  
 
INTRODUCCIÓN 
 
La producción de vainilla en Colombia ha comenzado a posicionarse como una actividad 
promisoria y novedosa. Para su cultivo, el país cuenta con las características agroclimáticas, 
socioeconómicas y tecnológicas ideales, que le permitirían convertirse en pocos años en un 
país productor mundial de esta especia (Gómez et al., 2011). Sin embargo, en Colombia, no 
existe una trayectoria histórica en el cultivo y manejo de esta planta que le permita asegurar 
la supervivencia de esta actividad. Aunque se observan experiencias exitosas en países 
como Indonesia, Madagascar, China, México y Tonga, donde existen cultivos extensivos y 
son quienes dominan el mercado internacional (FAO, 2011), Colombia debe ajustar la 
tecnología observada en estos países e implementarla bajo sus propias condiciones, si desea 
participar en el mercado internacional.  
 
La vainilla es una orquídea de distribución pantropical (Cameron, 2011a; Portéres, 1954; 
Soto-Arenas y Dressler, 2010), reportada desde 1793 en el Caribe Colombiano (Brand, 
1939; Stéhlé, 1954). En la actualidad, el género Vanilla se distribuye a lo largo y ancho del 
territorio colombiano, con al menos 13 especies, y un rango altitudinal entre 0 y 2000 m 
sobre el nivel del mar (Ordoñez et al., 2011). 
 
La implementación de cultivos de vainilla en el país contribuiría a ventajas de orden social, 
económico y ambiental. En el plano social,  por la viabilidad de desarrollo del cultivo por 
familias campesinas pequeñas y de escasos recursos, con lo cual se podría sustituir cultivos 
ilícitos y reincorporar agentes armados ilegales (Gómez et al., 2011; Padilla-Vega, 2011; 
Ramírez et al., 1999); en el campo económico, por su valor en el mercado de las aromáticas 
al ser después de la Safranina, la especia más costosa (Damiron, 2004; Ranadive, 2005); y 
en el campo ambiental, por la posibilidad de ser establecida en bosques y zonas de reserva 
forestal, contribuyendo así a la conservación y valorización de los bosques y otros recursos 
naturales (Gómez et al., 2011; Ramírez et al., 1999).    
 
La vainilla es una especie única dentro de la familia Orchidaceae al exhibir características 
poco comunes, especialmente por sus hábitos de crecimiento (Cameron, 2011b). Esta planta 
es una liana suculenta que sobrevive en la penumbra de la cobertura boscosa tropical; 
comienza su desarrollo como una planta terrestre desarrollando un sistema radicular 
superficial en materia orgánica (hojarasca en descomposición), pero con el tiempo llega a 
ser epífita, creciendo adherida a los árboles y ramas a través de raíces aéreas que no sólo 
funcionan como órganos de absorción de agua y minerales, sino también como soporte 
(Damiron, 2004; Fouché y Jouve, 1999; Hernández y Lubinsky, 2011).    
 
Para el cultivo extensivo de vainilla, es necesario proporcionar las condiciones ambientales 
necesarias; esto puede darse mediante el desarrollo de sistemas agroforestales o sistemas de 
techo sombra (Ranadive, 2005). Sin embargo, un tema en común para los sistemas de 
producción, entre otros aspectos, son los tipos de sustratos orgánicos que generen 
condiciones físico-químicas y microbiológicas adecuadas para el desarrollo radicular 
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terrestre. Los sustratos orgánicos de crecimiento han sido reconocidos como una necesidad 
de primer orden en el cultivo de vainilla y primera fuente de nutrientes de la planta 
(Damiron, 2004; Hernández y Lubinsky, 2011); no obstante, la investigación sobre este 
tema es escasa y el manejo actual de estos materiales es incipiente. Por tal motivo, esta 
trabajo busca determinar los sustratos orgánicos que mejoran el crecimiento de la planta. 
Para lo anterior se parte de dos tipos de materiales orgánicos de crecimiento en diferentes 
proporciones: foliar y leñoso, los cuales pueden ser ampliamente usados y están disponibles 
en diferentes ambientes. Así mismo, se desea conocer la respuesta de las plántulas a la 
fertilización química y biológica.    
 
Hipótesis 
El crecimiento y nutrición de plántulas de vainilla depende del tipo de sustrato orgánico 
(proporción de hojarasca, chips de madera, fibra de coco, vermicompost) utilizado para la 
raíz. El desempeño de la plántula puede aumentar en función de la dosis de un fertilizante 
químico de la aplicación de un inóculo microbial compuesto por varios grupos funcionales 
de microorganismos rizosféricos.  
 
Y=f {proporción de materiales orgánicos, dosis de fertilizante químico, inoculación microbial} 
 
Objetivo General 
 
Evaluar el efecto de la aplicación combinada de materiales orgánicos y fertilizantes 
(químico o biológico) sobre la nutrición y el crecimiento de plántulas de vainilla.   
 
Objetivo específico 
 
1. Aislar microorganismos del sustrato y rizósfera de plantas de vainilla en grupos 
funcionales (microorganismos Solubilizadores de Fosfato (PSM), bacterias 
Fijadoras de Nitrógeno (BFN), Celulolíticos (C) y Amonificantes (A)) y evaluar su 
actividad in-vitro. 
 
2. Evaluar el efecto individual y combinado del sustrato (proporción de materiales 
orgánicos) y la fertilización biológica y química en diferentes dosis sobre la 
nutrición y crecimiento de plántulas de vainilla. 
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CAPITULO 2. 
 
GENERALIDADES DEL CULTIVO DE VAINILLA (Vanilla planifolia 
Jacks.) 
 
ECOLOGÍA DE LA VAINILLA 
 
Vainilla es un antiguo género de la familia Orchidaceae que presenta una distribución 
transoceánica. En la actualidad se han reportado más de 200 especies de Vanilla (Bory et 
al., 2008) muchas de ellas nativas de Norte América (14), Sur América (54), África (22) y 
Asia (28) (Cameron, 2011a; Cameron, 2011b). Hoy solo existen tres especies de vainillas 
que se cultivan de forma extensiva y por tanto se comercializan: Vanilla pompona Shiede, 
Vanilla planifolia Jacks. y Vanilla tahitensis J.W. Moores (Fouché y Jouve, 1999).  
 
Esta orquídea es perenne, terrestre, trepadora hemi-epífita, de tallo suculento, cilíndrico, 
simple o ramificado, de color verde brillante; su diámetro puede alcanzar hasta 2 cm. Las 
hojas son flexibles, subsésiles, elípticas, laureadas y suculentas, alternas, dispuestas en zig-
zag a través del tallo, acompañadas de una raíz adventicia en el lado opuesto de la hoja. 
Posee dos tipos de raíces: 1) terrestres, que brotan de los nudos bajo tierra y se desarrollan 
principalmente, en la parte más superficial y rica en materia orgánica del suelo y hasta una 
profundidad no mayor a 80 cm dentro del suelo orgánico húmedo y 2) aéreas, que se 
originan en los nudos superiores y sirven de soporte a las plantas sobre el tutor, crecen 
adheridas al tronco y no se ramifican (Figura 2.1) (Fouché y Jouve, 1999; Hernández y 
Lubinsky, 2011a; Straver, 1999).  
 
 
  A    B     C 
Figura 2.1 A. crecimiento en zig-zag del tallo de vainilla sobre un tutor. B. raíces aéreas adheridas 
a un tutor de madera. C. raíces terrestres de vainilla creciendo en un sustrato orgánico. 
 
Las flores (Figura 2.2) se presentan en inflorescencias o racimos que brotan de las axilas de 
las hojas, por lo general, cada una mide entre 5 a 8 cm de longitud. La planta llega a tener 
de 10 a 15 racimos de flores, compuesto cada uno por aproximadamente 10 flores 
individuales. Generalmente, solo de 1 a 3 flores abren al mismo tiempo y duran totalmente 
abiertas, listas para la polinización, un solo día. Desde la siembra hasta la primera floración 
transcurren de dos a tres años, (Fouché y Jouve, 1999; Hernández y Lubinsky, 2011a). 
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El fruto, es una cápsula dehiscente de forma cilíndrica, conformada por tres costados 
cóncavos, de color verde brillante cuando esta inmaduro y se torna de verde claro a 
amarillo y café a medida que madura. Su longitud varía de 13 a 25 cm y su diámetro entre 
10 y 15 mm (Fouché y Jouve, 1999; Hernández y Lubinsky, 2011a; Straver, 1999). 
 
 
  A           B     C 
Figura 2.2 Flores y frutos de vainilla. A. inflorescencia. B. detalle de la flor. C. frutos verdes. 
 
REQUERIMIENTOS ECOFISIOLÓGICOS 
 
Temperatura 
La vainilla es originaria de regiones tropicales de tierras bajas, por lo que crece 
adecuadamente entre  los 20-30°C; aunque puede resistir hasta los 32° C  (Ananadaraj et 
al., 2005; Gómez et al., 2011; Ranadive, 2005). Por debajo de los 20° C se inhibe el 
crecimiento de la planta y la intensidad de floración (Ranadive, 2005); en contraste, por 
encima de los 32° C genera amarillamiento en diferentes órganos vegetativos y 
desencadena la caída temprana de los frutos (Ananadaraj et al., 2005; Hernández y 
Lubinsky, 2011a).     
 
Precipitación 
Requiere una precipitación media anual entre 2000 y 3000 mm distribuida a lo largo del 
año, excepto en el período de floración y polinización (2-3 meses), donde la planta requiere 
de un período seco para la inducción floral (Hernández y Lubinsky, 2011a; Soto-Arenas, 
2003).    
 
Altitud 
Esta planta se desarrolla correctamente desde el nivel del mar hasta los 600 m (Childers et 
al., 1959), sin embargo, se han reportado cultivos a una altura de hasta 1200 m sobre el 
nivel del mar (Gómez et al., 2011; Hernández y Lubinsky, 2011a).    
 
 
PRODUCCIÓN DEL CULTIVO DE VAINILLA 
 
Existen diversos tipos de producción de acuerdo al nivel de intensificación tecnológica y 
las prácticas de manejo empleadas (Kahane et al., 2008), con lo cual se diferencian dos 
grandes grupos: sistemas agroforestales y sistemas de techo sombra.  
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Los sistemas agroforestales se subdividen en dos grandes grupos: sistemas agroforestales 
no intensivos, donde el cultivo de vainilla es manejado bajo vegetación secundaria y natural 
sin arreglo espacial, y sistemas agroforestales semi-intensivos, donde las especies leñosas 
(árboles y arbustos) son utilizados en asociación espacial deliberada con los cultivos 
agrícolas anuales y algunas veces con los animales (Figura 2.3). Estos dos sistemas pueden 
albergar de tres a cinco mil plantas de vainilla por hectárea (Gómez et al., 2011; Hernández 
y Lubinsky, 2011b; Padilla-Vega, 2011). 
 
 
     A       B 
Figura 2.3 A. Vista general de un sistema agroforestal  semi-intensivo (Gliricidia sepium (Jacq.) 
Kunth ex Walp.) con vainilla. B. detalle de una plántula de vainilla creciendo en un tutor de dicho 
sistema. 
En los sistemas de techo sombra o intensivos (Figura 2.4), las plantas de la vainilla se 
encuentran bajo polisombra, son cultivadas en bolsas con alto contenido de materia 
orgánica y presentan tutores artificiales generalmente de plástico reciclado o madera 
inmunizada. En estos sistemas pueden incorporarse de siete a diez mil plantas de vainilla 
por hectárea  (Gómez et al., 2011; Hernández y Lubinsky, 2011b; Padilla-Vega, 2011). 
 
 
A     B 
Figura 2.4 A. Aspecto externo de un cultivo de vainilla en sistema de techo sombra. B. Detalle del 
interior del cultivo intensivo de plantas de vainilla bajo techo sombra (Sopetrán, Colombia). 
Sombrío 
La vainilla no se desarrolla a campo abierto, ya que no tolera la radiación directa del sol 
(Ranadive, 2005). Esta planta crece de forma vigorosa cuando está bajo una sombra del 
50% y recibe luz indirecta (Anilkumar, 2004; Exley, 2011; Hernández y Lubinsky, 2011a).  
 
En sistemas agroforestales, la sombra es proporcionada por los tutores y árboles de mayor 
porte que constituyen la sombra secundaria. En sistemas de techo sombra, la intensidad 
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lumínica se controla mediante el uso de polisombras que modifican la luminosidad al 
interior del cultivo.     
 
Cuando el período es seco y la radiación lumínica es alta, es preferible usar una sombra 
entre 50-70% para conservar la humedad del suelo y del aire. Cuando el período es 
lluvioso, la sombra se reduce al 30-50% para evitar el crecimiento de patógenos 
(Hernández, 1943; Ranadive, 2005). El exceso de sombra sobre las plantas genera un 
crecimiento débil y una baja producción de flores; mientras que la abundancia de luz, puede 
quemar las hojas y el tallo así como generar la caída temprana de los frutos (Hernández y 
Lubinsky, 2011a).  
 
Tutores 
La vainilla, al ser una orquídea semi-epífita, requiere de un soporte para su crecimiento y 
desarrollo, estos pueden ser individuos vegetales o artificiales tales como postes de madera 
inmunizada (Hernández y Lubinsky, 2011a; Ranadive, 2005).   
 
Los tutores vegetales además de brindar un soporte para la vainilla, generan un microclima 
apropiado para la planta mediante la regulación de la intensidad lumínica (Hernández y 
Lubinsky, 2011a).  Entre los parámetros para escoger un tutor adecuado se encuentran la 
adaptación de la especie a la región, rápida propagación y crecimiento, apariencia vigorosa 
para resistir el peso de la vainilla, sistema radical profundo, copa frondosa a lo largo del 
año y tolerancia a podas periódicas y enfermedades (Damiron, 2004; Gómez et al., 2011; 
Hernández y Lubinsky, 2011a; Ranadive, 2005).   
 
Los tutores vegetales más comunes en los cultivos de vainilla en el mundo son Erythrina 
sp., Gliricidia sepium (Jacq.) Kunth ex Walp., Leucaena leucocephala (Lam.) de Wit, 
Casuarina equisetifolia L. ex J.R. & G. Forst., Jatropha curcas L. y Plumeria alba L. 
(Damiron, 2004; Hernández y Lubinsky, 2011a; Prodesis, 2005; Ranadive, 2005; Sarma et 
al., 2011).       
 
Sustratos orgánicos  
La vainilla presenta un sistema radical terrestre que se desarrolla de forma superficial en 
materia orgánica en descomposición. Este sustrato es la principal fuente de nutrientes para 
la vainilla (Hernández y Lubinsky, 2011a), además, debe proveer condiciones físicas 
adecuadas como aeración, retención de agua, temperatura y control de arvenses, las cuales 
son críticas para el buen crecimiento y funcionamiento de la raíz (Damiron, 2004; 
Hernández y Lubinsky, 2011a; Sarma et al., 2011).  
 
En estado natural, esta planta se desarrolla en la hojarasca del bosque. En los cultivos 
extensivos, el sustrato orgánico más común ha sido el producto de podas de árboles tutores 
(Hernández, 2011; Hernández y Lubinsky, 2011a). Sin embargo, se han observado buenos 
resultados con la aplicación de otros materiales como vermicompost, cáscaras de coco, 
hojarasca de Neem, cenizas de madera, harina de huesos, hojas secas (Anilkumar, 2004), 
bagazo de caña y paja de arroz (Zhou et al., 2011). 
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Fertilización  
Generalmente, los cultivos de vainilla no presentan esquemas de nutrición química más allá 
de la aplicación de materia orgánica (Hernández y Lubinsky, 2011a). En India, algunos 
cultivos de vainilla se fertilizan mediante la aplicación anual de 40-60 g de nitrógeno, 20-
30 g de fósforo (P2O5) y 60-100 g de potasio (K2O) por planta. Además, se fertiliza de 
manera foliar con el fertilizante Triple 17 (17:17:17) al 1% (Ananadaraj et al., 2005; 
Anilkumar, 2004).  
 
En algunos cultivos de vainilla se bio-fertiliza con bioinoculantes que contienen 
Pseudomonas fluorescens, Azospirillum y bacterias solubilizadoras de fósforo (Anilkumar, 
2004). 
 
USOS 
 
Los primeros en usar la vainilla fueron los indígenas de México, especialmente los 
Totonacas, hace 2000 a 2500 años. Su uso no solo fue reconocido en el campo culinario 
con la preparación de la bebida Chocolatl, sino también como elemento sagrado, religioso y 
medicinal (Rain y Lubinsky, 2010). Actualmente, el uso de la vainilla es más amplio y 
abarca la industria alimenticia, de perfumería, farmacéutica, tabacalera y de aseo. 
 
La vainilla es extraída de los frutos de la planta, sin embargo, esta esencia característica, 
solo puede desarrollarse mediante un proceso de curado de las vainas, el cual consiste en un 
constante “sudado” y secado de los frutos mediante el calor del sol, lo cual propicia una 
reacción enzimática y una ligera fermentación, que permite obtener el principal compuesto 
activo, la vainillina (Hernández, 2011; Hilmer et al., 2011; Jensen, 1971). De la esencia de 
vainilla natural se obtiene vainillina y otros compuestos aromáticos secundarios, aceites 
volátiles y no volátiles, resinas, ácidos orgánicos, azúcares, gomas, taninos y celulosa. Esta 
complejidad de sustancias le dan, a la esencia de la vainilla natural, un carácter especial que 
está muy por encima de la vainilla artificial que solo tiene la vainillina, la cual se produce 
principalmente de los residuos de fábricas de papel (Jensen, 1971).   
 
Las vainas curadas se utilizan directamente en preparaciones culinarias o se procesan para 
la extracción y preparación de varios tipos básicos de productos tales como extractos de 
vainilla (el producto de vainilla más utilizado), oleorresina de vainilla, vainilla absoluta y 
polvo ó azúcar de vainilla (Figura 2.5) (Díez et al., 2011; Frenkel et al., 2011).  
 
Entre los principales usos de la vainilla se encuentra la galletería y panificación, productos 
gourmet, chocolates, derivados lácteos como helados, gaseosas, té, café, y otras 
preparaciones culinarias (Augstburger et al., 2000; Buccellato, 2011; USDA, 1995). Como 
saborizante se utiliza en preparados farmacéuticos con el fin de hacer más agradable el 
sabor de los medicamentos (Havkin-Frenkel et al., 2011) y como aromatizante se observa 
en jabones, cremas corporales y ampliamente en perfumería, pues cerca del 50% de los 
10.000 perfumes con mayor comercialización, contienen vainilla en alguna proporción 
(Brownell, 2003). 
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A   B 
Figura 2.5 Presentación de vainilla en el mercado. A. vainas de vainillas curadas. B. Extracto de 
vainilla. 
 
MERCADO DE LA VAINILLA 
 
La vainilla es la única orquídea que presenta importancia económica fuera del campo 
ornamental, después del azafrán que es la especia más costosa (Sasikumar, 2010) y puede 
llegar a tener un valor comercial 100 veces mayor que la vainilla de origen sintético 
(Hilmer et al., 2011).  
 
Después de 1520, los españoles comercializaron en toda Europa (principalmente en las 
colonias francesas, inglesas y holandesas)  la vainilla traída desde México. Durante más de 
dos siglos, México dominó la producción de vainilla, ya que solo en este lugar las flores 
eran polinizadas por los insectos específicos de esta planta (Damiron, 2004; Lubinsky et al., 
2011). Sólo hasta 1841, se descubrió el método de polinización artificial de la vainilla como 
se efectúa hoy en día, lo que permitió a los franceses establecer cultivos extensivos en sus 
colonias ubicadas en los trópicos orientales y así liderar el cultivo de vainilla (Lucas, 2011).   
 
Hasta hace algunos años Madagascar era el principal país productor de vainilla natural del 
mundo; actualmente, este país perdió su liderazgo frente a Indonesia. De acuerdo con las 
estadísticas de la FAO (2011), en el año 2009 la producción mundial ascendió a 9815 ton, 
de las cuales el 44% provino de Indonesia, 29% de Madagascar, 14% de China, 5% de 
México, 3% de Tonga y el 5% restante de un grupo de países con baja producción 
individual (Turquía, Polinesia Francesa, Comoros, Uganda, Malawi, Kenia, Isla Reunión, 
Guadalupe y Zimbawe).  
 
Además, conforme a la FAO (2011), la demanda de vainilla natural, está altamente 
concentrada, ya que cinco países fueron responsables del 84% de la importación de 4926 
ton de vainilla en el año 2009, en el siguiente orden: Estados Unidos (1786 ton), Francia 
(942 ton), Canadá (574 ton), Alemania (532 ton) y Reino Unido (323 ton). 
 
Actualmente, existen grandes empresas compradoras de vainilla que se encuentran 
radicadas en Estados Unidos, Francia, Alemania y Canadá, entre ellas están: Aust 
Hatchman, McCormick, Eurovanille, Vanipro, Coca-Cola, Vanilla Saffron Imports, 
International Flavors & Fragrances (IFF), Nielsen-Massey Vanilla, y Dammann & Co 
(Hernández, 2011). 
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CULTIVO DE VAINILLA EN COLOMBIA 
 
En Colombia se pueden encontrar varias especies del género Vanilla distribuidas en 
diferentes altitudes (Figura 2.6). Sin embargo, el manejo de la vainilla nativa en Colombia 
ha sido prácticamente inexistente; salvo, quizás, por los usos tradicionales como el de los 
tabacaleros en Huila y Colosó (Montes de María, Sucre), el de algunas comunidades 
indígenas que la usan como planta medicinal (como los Cuna en Turbo, Antioquia) y una 
experiencia reciente de cosecha de vainilla nativa en la Costa Pacífica Colombiana, bajo el 
auspicio de la Fundación Espavé (Gómez et al., 2011). 
 
 
Figura 2.6 Distribución de las especies del género Vanilla en Colombia. Tomado de Ordoñez et al. 
(2011). 
En el caso de cultivos extensivos, en 1875 se desarrolló en Santa Fé de Antioquia un 
cultivo de vainilla comercial que estuvo a cargo del Agrónomo Charles Patín. Esta 
empresa, que presentaba capital Colombiano y Belga, estableció 50.000 plantas de vainilla 
y exportó su fruto a Nueva York, Paris y Burdeos. Por desgracia, el cultivo fue abandonado 
por la caída del precio comercial de la vainilla a mediados de 1878 (Van Broeck y Molina, 
1997). 
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Posteriormente, se han impulsado otras iniciativas de cultivo de vainilla en otras regiones 
del país, con poco éxito. Quizás la experiencia más promisoria, es la reciente introducción 
de vainilla en arreglos agroforestales en la zona de Urabá (principalmente en San Pedro de 
Urabá) bajo el programa Gubernamental de Familia Guardabosques; en el cual algunas 
familias campesinas ya han recogido su primera cosecha de vainilla. No obstante, la falta de 
continuidad del programa, la ausencia de  apoyo técnico y financiero, ha hecho desistir a 
muchos campesinos, quienes han retirado el cultivo y cambiado el uso de la tierra.  Algunas 
empresas privadas, como Bioandes C.I. SAS y Flores Guapante S.A., han tenido mayor 
éxito, de manera que hoy están recogiendo sus primeras cosechas de vainilla (Gómez et al., 
2011). 
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CAPITULO 3. 
 
AISLAMIENTO, EVALUACIÓN  IN VITRO E IDENTIFICACIÓN DE 
MICROORGANISMOS ASOCIADOS A PLÁNTULAS DE VAINILLA 
(Vanilla planifolia Jacks.)
1
 
 
RESUMEN  
 
La Vainilla es una orquídea tropical nativa de Mesoamérica. Esta planta es saprófita y 
desarrolla su sistema radical en materiales orgánicos de origen vegetal y/o animal. La 
actividad microbial en estos tipos de sustratos es alta y podrían presentar funciones 
metabólicas que promuevan el crecimiento de la planta, principalmente cuando los 
microorganismos liberan nutrientes que pueden ser tomados por la vainilla. El objetivo de 
este estudio fue aislar, evaluar (actividad in-vitro), e identificar microorganismos asociados 
a las raíces y sustrato de vainilla. Los microorganismos se aislaron mediante el uso de 
cultivos selectivos para los grupos funcionales de microorganismos solubilizadores de 
fosfato (PSM), bacterias fijadoras de N2 (BFN), celulolíticos (C) y amonificantes (A). Se 
aisló 39 morfotipos (79.5% fueron bacterias, 12.8% actinomicetos y 7.7% hongos) de las 
cuales 10 cepas fueron PSM, 10 BFN, 8 C y 11 A. La evaluación de la actividad in-vitro 
permitió identificar las cuatro mejores cepas de cada grupo funcional y consistió en la 
medición de la capacidad de solubilizar roca fosfórica para los PSM, producción de CO2 
para los microorganismos C, concentración de NH4
+
 en el medio para A y para los BFN el 
cambio de color del medio de crecimiento de verde a azul como indicador de la fijación de 
N2. Se identificó mediante técnicas moleculares 10 cepas entre las cuales se destaca la 
especie Pseudomonas fluorescens y los géneros Fusarium, Enterobacter y Bacillus, los 
cuales han sido utilizados como agentes de bio-control en cultivos de vainilla.  
 
INTRODUCCIÓN 
 
Vanilla planifolia Andrews es una orquídea semi-epífita, nativa de bosques tropicales del 
sureste de Mesoamérica, ampliamente conocida en el mercado mundial por la producción 
de la esencia vainilla (Portéres, 1954; Soto-Arenas, 2003). Esta planta es una liana, de tallo 
suculento, hojas subsésiles, raíces aéreas en los nudos que sirven como soporte de la planta 
sobre el tutor y raíces terrestres que brotan de los nudos bajo tierra (Fouché y Jouve, 1999; 
Hernández y Lubinsky, 2011; Straver, 1999). 
 
El sistema radical terrestre, se desarrolla en materia orgánica en descomposición de 
residuos vegetales y/o animales, compost o vermicompost (Damiron, 2004; Hernández, 
2011). Estos tipos de sustratos se caracterizan por su alta interacción microbial, 
principalmente de bacterias y hongos (Andrade, 1999; Vessey, 2003). La importancia de la 
presencia de estas comunidades microbiales en los sustratos de crecimiento de vainilla, 
radican en dos aspectos: a) la nutrición de la planta se da a partir de la descomposición de 
                                                          
1
Apartes de este capítulo se usaron para la elaboración del artículo: Osorio A.I., N.W. Osorio, M.C. Diez y 
F.H. Moreno.2012. Effect of organic substrate composition, fertilizer dose, and microbial inoculation on 
vanilla plant nutrient uptake and growth. Acta Horticulturae (ISSN 0567-7572) (en prensa). 
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los materiales orgánicos (Hernández y Lubinsky, 2011; Ramírez et al., 1999) y b) las 
interacciones microbiales en la rizósfera pueden promover el crecimiento de la planta 
(Brimecombe et al., 2001; Lynch, 1990; Sorensen, 1997).   
 
Los residuos vegetales y animales están formados por compuestos orgánicos como 
celulosa, hemicelulosa, lignina, azúcares simples, aminoácidos, proteínas, entre otros, los 
cuales no pueden ser asimilados por las plantas directamente (Barber, 1995; Burbano, 
1989). Los microorganismos descomponen, de forma gradual, estos compuestos y los 
transforman en formas simples que son liberados lentamente, proporcionando  un continuo 
flujo de elementos esenciales como nitrógeno, azufre y fósforo, en formas aprovechables 
para la planta (Burbano, 1989). Esta descomposición biológica constituye la principal 
fuente de nutrición de la vainilla (Hernández y Lubinsky, 2011).  
 
Por otro lado, en el cultivo de vainilla se ha recomendado el uso de bioinoculantes como 
Pseudomonas fluorescens, Azospirillum, antagonistas de Fusarium y bacterias 
solubilizadoras de fósforo que promueven el crecimiento de la planta y controlan la 
aparición de enfermedades (Anilkumar, 2004; Ramírez et al., 1999). Este tipo de 
microorganismos se establecen en la rizósfera [volumen de suelo alrededor de la raíz en el 
cual las propiedades físicas, químicas y biológicas cambian debido a las actividades y 
crecimiento del sistema radical (Brimecombe et al., 2001)], estableciendo relaciones 
específicas con la planta (Brimecombe et al., 2001; Lynch, 1990; Sorensen, 1997). Sahara y 
Nehra (2011) plantean que los microorganismos rizosféricos, además de  promover el 
crecimiento y suprimir enfermedades (bioprotectores), pueden mejorar la adquisición de 
nutrientes (biofertilizantes) y/o producir fitohormonas (bioestimulantes).        
 
El manejo de microorganismos en los cultivos de vainilla es viable y se adecua a los hábitos 
de crecimiento de la planta. Sin embargo, no se conocen investigaciones en el tema que 
permitan maximizar el desarrollo y rendimiento del cultivo a partir de la manipulación de 
los ecosistemas microbiales asociadas a él. El objetivo de este trabajo fue aislar, evaluar su 
actividad (in-vitro), e identificar microorganismos asociados a las raíces y sustrato de 
plantas de vainilla que pueden presentar un potencial como bio-inóculo al fijar nitrógeno 
(BFN), degradar celulosa (celulolíticos), liberar amonio (amonificantes) y fósforo de los 
compuestos orgánicos (PSM).    
 
MATERIALES Y MÉTODOS 
 
Ubicación geográfica y muestreo 
 
La investigación se realizó en un cultivo experimental de Vainilla ubicado en el municipio 
de Sopetrán, Antioquia (6°29’53”N-75°43’46”W) (Figura 3.1), cuya temperatura media 
anual es de 27°C  y una altitud de 1070 m.  
 
Para el aislamiento de microorganismos se colectaron muestras de sustratos y raíces. El 
sustrato de crecimiento contenía materia orgánica bien descompuesta y próxima a la raíz 
(sustrato rizosférico, S) y materia orgánica fresca compuesta, principalmente, por hojas 
(hojarasca, H).  Las muestras de raíces vivas (raíz) se obtuvieron de plantas de vainillas de 
tres años de edad, en estado vegetativo y en apariencia sanas y vigorosas (Figura 3.2). 
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Figura 3.1 Ubicación geográfica del sitio de ensayo (6°29’53”N-75°43’46”W). 
Las muestras se empacaron en bolsas plásticas con cierre hermético, se rotularon y se 
guardaron en una caja de poliestireno (icopor) que contenía hielo seco a una temperatura 
aproximada de 4ºC.  Luego, se llevaron de forma inmediata al Laboratorio de Ecología y 
Conservación Ambiental (LECA) de la Facultad de Ciencias Agropecuarias, Universidad 
Nacional de Colombia sede Medellín, donde se guardaron en una nevera para su posterior 
procesamiento.    
 
 
Figura 3.2 Obtención de sustrato y muestras de raíces para el aislamiento de microorganismos. A. 
Interior de la casa de malla. B. Limpieza de la primera capa de materia orgánica hasta encontrar las 
raíces. C. Toma de muestras radicales. D. Obtención de sustrato orgánico. 
 
Aislamiento de microorganismos 
 
Con las muestras de sustrato y hojarasca se realizaron diluciones seriales. Para tal fin se 
tomó una alícuota de 10 g (base seca) y se suspendió en 90 cm
3
 de una solución esterilizada 
A B
C D
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(autoclave 120ºC, 0.1 MPa, 30 min)  de CaCl2.2H2O a0.01 M (dilución 10
-1
). Luego de una 
agitación manual, se tomó asépticamente (en cabina de flujo laminar y llama) 1 cm
3
 de la 
suspensión y se trasfirió a un tubo de ensayo que contenía 9 cm
3
 de la misma solución 
estéril (dilución 10
-2
) y así, sucesivamente, hasta obtener la dilución 10
-5
.  Luego, se 
transfirió 0.03-0.1 cm
3
 de las diluciones 10
-3
, 10
-4
 y 10
-5
 sobre la superficie de medios de 
cultivos selectivos (Tabla 3.1). Para aislar microorganismos solubilizadores de fosfato 
(PSM) y fijadores de N2 (BFN), se utilizó las diluciones del suelo por la alta actividad que 
se concentra allí (Lynch, 1990; Saharan y Nehra, 2011); mientras que, en los grupos 
funcionales de celulolíticos (C) y amonificantes (A) se utilizó las diluciones procedentes de 
la hojarasca y el suelo.  
 
Por otro lado, fragmentos de raíces de 10 cm de longitud (cortados asépticamente) se 
transfirieron a tubos de ensayo que contenían agua destilada estéril, para realizar ocho 
lavados sucesivos. Posteriormente, las raíces limpias se cortaron en porciones de 0.5 cm de 
longitud y asépticamente se transfirieron sobre la superficie de los medios de cultivos 
selectivos para aislar, solamente, microorganismos en grupos funcionales de 
solubilizadores de fosfato (PSM) y fijadores de N2 (BFN).     
 
Las cajas de Petri y sus contenidos se incubaron a una temperatura de 25º C durante 2-3 
días para PSM y BFN, y por 5 días para C y A. Se realizaron, por triplicado, conteos de 
unidades formadoras de colonias (UFC), de aquellos microorganismos cultivables con la 
dilución 10
-4
 y que provenían de sustrato. En el caso de los PSM se contaron los 
microorganismos, cuyo medio alrededor de ellos cambió de color azul a amarillo y para los 
BFN de verde a azul. En el caso de los C las cajas de Petri fueron teñidas con rojo congo al 
0.1 %, en agua, por 30 minutos y, posteriormente, se adicionó solución de NaCl al 1 molar 
hasta la aparición de halo. Se contaron los microorganismos que produjeron halo, prestando 
atención a los de mayor amplitud, lo que indica una mayor efectividad en la degradación de 
celulosa. En los A se contaron todos los microorganismos que fueron capaces de crecer en 
el medio. 
 
Tabla 3.1 Composición de los medios selectivos para aislar microorganismos de los cuatro grupos 
funcionales. 
 
FBN1 PSM2 C 3 A4 
Compuesto g L-1 Compuesto g L-1 Compuesto g L-1 Compuesto g L-1 
KH2PO4 0.4 NaCl 1.0 
Carboximetil 
celulosa 
5 Caseína 10 
K2HPO4 0.1 CaCl2.2H2O 0.2 NH4NO3 1 Extracto de levadura 0.1 
MgSO4.7H2O 0.2 MgSO4.7H2O 0.4 
Solución 
salina 
(0.85%) 
50 ml KH2PO4 1.5 
NaCl 0.1 NH4NO3 1.0 Agar-Agar 15 MgSO4.7H2O 0.5 
CaCl2 0.02 Glucosa 10 K2HPO4 0.1 Solución salina 0.85% 50 ml 
FeCl3 0.01 Agar-Agar 15   Agar-Agar 15 
MoO4Na.2H2O 0.002 
Roca 
fosfórica 
3.5     
Ácido málico 5       
Azul de 
Bromotimol 
(0.5%) 
5 ml 
Azul de 
Bromotimol 
(0.5%) 
5 ml     
Agar-Agar 15       
K2HPO4 0.1       
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*Los medios se prepararon con agua destilada y se esterilizaron en un autoclave a 120 ºC, 0.1 MPa, 40 
minutos, y se transfirieron asépticamente a cajas de petri de vidrio (10 cm de diámetro, 1 cm de alto). 
1
Döbereiner y Day (1976), 
2 
Osorio y Habte (2001),
3
 Wood (1980), 
4
Andrade (2003). 
 
Se seleccionaron, para una posterior multiplicación aquellos microorganismos que 
presentaron un rápido crecimiento, abundancia y desarrollo de halos que sugerían una gran 
actividad en el medio selectivo respectivo (Osorio y Habte, 2001; Wood, 1980). Los 
microorganismos seleccionados se transfirieron, asépticamente, a cajas de Petri que 
contenían el mismo medio original para su multiplicación y cultivo (Figura 3.3).    
 
 
  A      B    C 
Figura 3.3 Aislamiento de microorganismos. A. Medio de cultivo puro, B. Siembra de 
microorganismos a partir de porciones de raíces, C. Transferencia del microorganismo seleccionado 
a una caja individual. 
 
Pruebas de eficacia in vitro 
 
Para cada grupo funcional de microorganismos se realizaron pruebas in vitro en medios de 
cultivos selectivos, con el fin de detectar aquellos más efectivos. Los aislamientos que 
fueron seleccionados en esta etapa, se evaluaron posteriormente en campo para determinar 
su capacidad para promover el crecimiento de las plántulas de vainilla (Capitulo 4). 
 
Celulolíticos (C) 
 
Los aislamientos seleccionados (C1, C2, C4, C5, C7, C8) se sometieron a pruebas in vitro 
para evaluar su actividad dentro de cada grupo funcional. En el caso de los C se hizo una 
prueba de respirometría (Zibilske, 1994). Con este propósito, se tomó por separado una 
porción (0.5 cm x 0.5 cm) del medio de cultivo agarizado que contenía cada asilamiento y 
se transfirió, asépticamente, a un erlenmeyer de 250 cm
3
 que contenía 75 cm
3
 del medio de 
cultivo estéril para celulolíticos libre de agar (Tabla 3.1).  
 
Las muestras se incubaron a temperatura ambiente, con agitación constante, durante 5 días. 
Luego, 1 cm
3
 de esta suspensión se transfirió asépticamente a un recipiente de vidrio con 
sellado hermético (Figura 3.4) que contenía una mezcla de 5 g de aserrín de madera y 5 g 
de hojarasca fina (base seca) esterilizada. En el interior del recipiente se dispuso un vaso 
plástico (44 cm
3
) que contenía 20 cm
3
 de una solución de NaOH, 0.1 M, una vez inoculado 
el material orgánico con el microorganismo seleccionado, el recipiente se cerró 
herméticamente y se incubó en la oscuridad, a temperatura ambiente, por 8 días. Al final de 
este período, se midió el pH de la solución de NaOH y se tituló con HCl 0.01 M para 
estimar, estequiométricamente, la cantidad de CO2 producido.  
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Figura 3.4 Prueba de eficiencia in vitro de microorganismos celulolíticos. 
Amonificantes (A) 
 
Separadamente, para cada aislamiento escogido (A1, A4, A7, A8, A9, A10, A11), se tomó 
una porción (0.5 cm x 0.5 cm) del medio agarizado y se transfirió asépticamente, a un 
erlenmeyer de 250 cm
3
 que contenía 75 cm
3
 del mismo medio estéril, libre de agar (Tabla 
3.1). Para este ensayo, la caseína (fuente de proteína) se reemplazó con hojas verdes, secas 
y molidas de la leguminosa arbórea Caesalpinia peltophoroides. Los erlenmeyers se 
agitaron constantemente (100 rpm) a temperatura ambiente, durante cinco días. 
Posteriormente, se determinó la concentración de NH4
+ 
en el medio a través de un electrodo 
selectivo de amonio, para tal fin, se elaboró una curva patrón de 0, 1, 10 y 100 mg/L de 
concentración de amonio, con la cual se calibró el electrodo. Consecutivamente, se 
emplearon 50 cm
3
 del medio, previamente centrifugado a 10.000 rpm durante 10 min 
(Jouan MR1812) y filtrado, se adicionó a cada uno 1 cm
3
 de ISA (Solución ajustadora 
iónica)  y se midió la concentración de NH4
+
. 
 
Solubilizadores de fosfato (PSM) 
 
Como se aprecia en la Figura 3.5, se transfirió asépticamente una porción (0.5 cm x 0.5 cm) 
del medio de cultivo agarizado de PSM, con un aislamiento dado (PSM 1, PSM 5, PSM 6, 
PSM 7.1, PSM 8.1, PSM 9.1, PSM 10.1, PSM 11.1, PSM 12, PSM14) a un erlenmeyer de 
250 cm
3
 que contenía 75 cm
3 
del mismo medio estéril, libre de agar (Tabla 3.1). Los 
erlenmeyers se agitaron (a 100 rpm), a temperatura ambiente, por 7 días. Al finalizar el 
período de incubación, de cada Erlenmeyer, se tomaron 30 cm
3 
de la solución y se 
dispusieron en tubos de centrifuga plásticos, los cuales se centrifugaron a 10.000 rpm 
(Jouan MR1812) durante 10 min. En el filtrado se determinó la concentración de P por el 
método de azul de molibdato utilizando una longitud de onda de 660 nm (Murphy y Riley, 
1962). 
 
 
       A    B   C          D   
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Figura 3.5 Prueba de eficiencia in vitro de microorganismos solubilizadores de fosfato. A. 
Propagación en erlenmeyer de los microorganismos. B. centrifugado de la solución. C. Filtrado de 
la solución. D. Determinación de P por el método de azul de molibdato. 
Bacterias fijadoras de N2 (BFN) 
 
Para determinar la eficacia de los microorganismos fijadores de N2 (BFN-1, BFN-2, BFN-
4, BFN-6, BFN-11 y BFN-12), se observó la rapidez de crecimiento de los 
microorganismos en las cajas de petri y su capacidad de virar el medio de un color verde 
claro a azul.  
 
Identificación molecular de los microorganismos 
 
La identidad taxonómica de algunos de los microorganismos obtenidos en este trabajo, fue 
realizada mediante la amplificación por PCR y secuenciación de la región 16S y 28S del 
ADNr para bacterias y hongos, respectivamente. Para el caso de las bacterias, se amplificó 
una región de alrededor de 1400 pb con los cebadores PA y PC5B (5’ AGA GTT TGA 
TCC TGG CTC AG 3’ y 5’-TAC CTT GTT ACG ACT T 3´)(Kuske et al., 1997). Las 
reacciones de PCR incluyeron 0.1 μM de cada cebador, 1 U de Taq DNA polimerasa 
recombinante (Fermentas), 0.2 mM de cada dNTP, 1X de buffer de enzima (100 mM Tris-
HCl (pH 8.8), 500 mM KCl, 0.8% Nonidet P40), 2 mM MgCl2 y 3 μL de ácidos nucleícos 
extraídos por lisis térmica, en un volumen total de reacción de 25 μL. El programa de 
amplificación consistió en una desnaturalización inicial a 94°C, por 3 min y 35 ciclos cada 
uno, con una desnaturalización de 94°C, por 30 s, hibridación a 60°C por 1 min, extensión 
a 72° por 1 min y un período final de extensión a 72°C por 5 min.  
 
Para la lisis térmica de las colonias bacteriales, se tomó una lupada de cada aislamiento, se 
resuspendió en 100 μL de agua destilada estéril y se llevó a ebullición a 95°C, durante 5 
min. Cuando este procedimiento no permitía generar amplicones del tamaño esperado, se 
utilizó el kit DNAeasy plant mini (Qiagen, Alemania), partiendo del crecimiento bacterial, 
en caldo nutritivo (extracto de carne 3 g, peptona 5 g, agua destilada hasta 1000 mL), 
después de 24 h de incubación, a 30°C y agitación a 100 rpm, siguiendo las instrucciones 
del fabricante. 
 
Para el caso de los dos hongos, se procedió a su siembra en medio PDA (200 g de papa, 20 
g de dextrosa, 20 g de agar, para 1 L) y 5 días después fueron transferidos a medio líquido 
de extracto de malta (30 g de extracto de malta, 22.5g de glucosa, 1.5 L), incubándose a 
25°C en oscuridad por 15 días. Transcurrido este tiempo, se procedió a obtener el micelio 
mediante filtración con bomba de vacío y se conservó refrigerado a -20°C. El ADN se 
extrajo utilizando el kit DNAeasy plant mini; pero, en esta ocasión, a partir de 100 mg de 
micelio macerado con nitrógeno líquido. 
 
Las reacciones de PCR se dirigieron a amplificar una región de aproximadamente 1100 pb 
con los cebadores LROR (5’ ACC CGC TGA ACT TAA GC 3’) y LR6 (5’ CGC CAG 
TTC TGC TTA CC 3’), que delimitan una porción del extremo 5’ de la subunidad grande 
(28S) del ADNr (Hopple y Vilgalys, 1999). Cada reacción de PCR estuvo conformada por 
25 μL y contenía 2.5 µL de buffer de enzima 10X (100 mM Tris-HCl (pH 8.8), 500 mM 
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KCl, 0.8% Nonidet P40), 2 µL dNTPs (2.5 mM), 0.5 µL de cada primer (10µM), 1.8 µL 
MgCl2 (25 mM), 0.2 µL Taq ADN polimerasa (Fermentas) (5U/µL), 16.5 µL de agua ultra 
pura estéril y 1 µL de ADN (25 a 50 ng/µL). Las amplificaciones se realizaron en un 
termociclador Biometra T3000, utilizando el siguiente programa: Desnaturalización inicial 
a 98°C por 3 min, seguida por 40 ciclos de 95°C por 1 min, 58°C por 1 min, 72°C por 1 
min, 10 s, y una extensión final a 72°C por 10 min.  
 
Los productos de PCR se separaron en un gel de agarosa al 1.5% con buffer TBE 1X, 
suplementado con 3 μL de bromuro de etidio [10 mg/mL]. La visualización de las bandas 
se realizó bajo luz ultravioleta, utilizando el sistema digital de análisis Bio Doc Analyze 
(Biometra, Göttingen, Alemania).  
 
Los amplicones que presentaron el tamaño esperado fueron purificados mediante los Kits 
QIAquick PCR Purification (Qiagen) y QIAquick Gel Extraction (Qiagen), dependiendo de 
su especificidad, para proceder a su secuenciación directa en ambas direcciones, utilizando 
los mismos cebadores empleados en su amplificación, mediante el sistema Big Dye 
Terminator Cycle Sequencing Ready Reaction (PE Applied Biosystems, Foster City, CA) 
en un secuenciador ABI Prism 3730xl (PE Applied Biosystems) de la compañía Macrogen 
(Corea del Sur). 
 
Las secuencias obtenidas con cada cebador fueron editadas mediante el software Chromas, 
generándose las secuencias consenso con el programa BioEdit y evaluándose su identidad 
por comparación con la base de datos del GenBank, mediante el programa BLASTn 
(http://www.ncbi.nlm.nih.gov/BLAST/Blast.cgi). A partir de los resultados del BLASTn, se 
obtuvieron secuencias de aislamientos de diferentes especies de hongos y bacterias, para un 
alineamiento mediante el software Clustal W. La matriz generada se utilizó para realizar un 
análisis filogenético mediante el algoritmo de Máxima Verosimilitud (Maximum 
Likelihood) utilizando el modelo Tamura y Nei (1993) con el software Mega 5 (Tamura et 
al., 2011).  
 
RESULTADOS Y DISCUSIÓN 
 
El principal sustrato de crecimiento en los cultivos de vainilla, y primer fuente de nutrientes 
para la planta, son los materiales foliares y residuos de madera en descomposición que se 
producen en las podas de árboles y tutores presentes en el cultivo (Damiron, 2004; 
Hernández, 2011; Hernández y Lubinsky, 2011). En estos materiales orgánicos se observan 
compuestos carbonados de fácil y difícil descomposición. Los carbohidratos solubles, 
usualmente presentes en hojas, se descomponen más fácilmente, mientras que las moléculas 
orgánicas complejas recalcitrantes como la lignina y la celulosa, más abundante en el tejido 
leñoso, requiere un período de tiempo más largo (Ball, 2006; Ball et al., 1989). La 
velocidad a la cual se degradan estos compuestos depende, además, de la viabilidad en la 
materia orgánica de nutrientes como N y P (Ball, 2006). 
 
Este tipo de materiales permite el establecimiento de microbiota saprófita, concentrada 
principalmente en hongos y bacterias (Andrade, 1999; Vessey, 2003), que presentan 
enzimas específicas para degradar las moléculas que componen este tipo de materiales 
orgánicos y establecer procesos que aumenten la viabilidad de nutrientes poco disponibles o 
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con baja movilidad, como la fijación de N y solubilización de P (Ball y McCarthy, 1989; 
Reynolds et al., 2003). Por ejemplo, los microorganismos celulolíticos liberan enzimas 
celulasas que degradan la celulosa, los amonificantes producen deaminasas que liberan el 
amonio de los grupos amino, el cual puede ser tomado directamente por las plantas y los 
microorganismos y los PSM liberan fosfatasas que liberan fosfatos de los materiales 
orgánicos y pueden a través de ácidos orgánicos disolver fosfatos de calcio inorgánicos 
(provenientes de una fertilización con roca fosfórica). Por otro lado, las BFN a través de su 
enzima nitrogenasa pueden convertir N2 atmosférico en compuestos nitrogenados 
asimilables por las plantas. 
 
Como se aprecia en la Figura 3.6, existe una alta diversidad de microorganismos asociados 
a las raíces y el sustrato de vainilla. Si bien la interpretación de los números poblaciones de 
los grupos funcionales es compleja, se puede afirmar que estos se encuentran en valores 
iguales o superiores a 10
6
 UFC/g y son comparables a lo encontrado en suelos fértiles por 
Burbano (1989). Desafortunadamente, el hecho de que los números poblacionales sean 
altos, no significa necesariamente, que el proceso involucrado (fijación de N2, 
solubilización de P, entre otros), sea exitoso en mejorar la nutrición y crecimiento vegetal, 
pero sí que tiene el potencial para realizarse.   
 
En la Figura 3.6 se observa 13x10
6
UFC g
-1
 de microorganismos solubilizadores de fosfato 
(PSM), repartidos en 6 morfotipos de microorganismos (Tabla 3.2). De igual forma, en las 
bacterias fijadoras de Nitrógeno (BFN) se encontraron 21x10
6 
UFC g
-1
 representados en 5 
morfotipos. Para el caso de los  amonificantes (A) se obtuvo 48-73x10
6 
UFC g
-1
 observados 
en 11 morfotipos. Es notable, la mayor abundancia de este grupo funcional con respecto a 
los otros. Finalmente, en el caso de los celulolíticos (C) se encontró 1.7-1.9x10
6 
UFC g
-1 
apreciados en 8 morfotipos (Tabla 3.2).  Adicionalmente, se encontró 4 morfotipos aislados 
de raíces de vainilla en el grupo funcional PSM y 5 en el grupo de los BFN (Tabla 3.2).   
 
Llama la atención las bajas  poblaciones microbiales del grupo celulolítico respecto a los 
otros grupos funcionales (Figura 3.6). Gran cantidad de microorganismos se desarrollaron 
en este medio de crecimiento, sin embargo, después de teñirse con rojo congo fueron muy 
pocos lo que generaron halos (Figura 3.16). Esto puede indicar que existen pocos 
microorganismos capaces de degradar celulosa y sus productos metabólicos podrían estar 
siendo aprovechados por otros microorganismos, lo que genera, en ocasiones, relaciones de 
comensalismo o competencia por los azúcares liberados que disminuyen el número 
poblacional. Por otro lado, se observa la diferencia entre las poblaciones de amonificantes 
(Figura 3.6) que indica que existe una mayor actividad microbial en la hojarasca.  
 
Del total de 39 morfotipos aislados, el 79.5% corresponde a bacterias, 12.8% a 
actinomicetos y el 7.7% a hongos (Tabla 3.2). El grupo de bacterias fue dominante en los 
grupos PMS, BMF y P, mientras que en los C la predominancia fue de actinomicetos.  
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Figura 3.6 Número de Unidades Formadoras de Colonias (UFC) de microorganismos en grupos 
funcionales [solubilizadores de fosfato (PSM), fijadores de N2 (BFN), celulolíticos (C) y 
Amonificantes (A)] y de diferentes fuentes [Sustrato (S), Hojarasca (H)]. 
 
Por otro lado, se observó el crecimiento de microorganismos asociados a las raíces de las 
plantas (Figura 3.7). Comparados con los microorganismos aislados del suelo, los 
rizosféricos mostraron una mayor capacidad de virar los colores del medio de crecimiento 
de PSM y BFN. Aquellos establecidos en la rizósfera han sido reconocidos por su 
capacidad de generar relaciones benéficas que promueven el crecimiento de las plantas y 
actuar como agentes de bio-control, bio-fertilización o antibiosis (Saharan y Nehra, 2011; 
Sorensen, 1997; Thies y Grossman, 2006; Vessey, 2003).  
 
    A    B 
Figura 3.7 Crecimiento de microorganismos rizosféricos de plantas de vainilla. A. En medio BFN. 
B. En medio PSM. 
Es importante resaltar, la manera en que fragmentos del sustrato orgánico son fuertemente 
adheridos a las raíces, particularmente a los pelos radicales (Figura 3.8), los cuales son muy 
abundantes en las raíces de las plantas de vainilla. Al parecer las raíces liberan unas 
sustancias que permiten adherir, fuertemente, los materiales orgánicos, los cuales están en 
un activo proceso de descomposición por los microorganismos. De esta forma, mientras se 
liberan los nutrientes en la cercanía de los pelos radicales, se facilita la inmediata toma de 
estas sustancias. El crecimiento de estos órganos alrededor de las partículas de suelo, 
pueden generar microhábitats en los cuales los microorganismos se establecen. 
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Figura 3.8 Formación de pelos radicales en las raíces de vainilla y adherencia de materiales 
orgánicos a ellos. A. fibra de coco adherida a las raíces de vainilla. B. Detalle del material orgánico 
que exhibe  crecimiento de hifas de hongos (flecha) y que se encuentra adherido a la raíz. C. 
ausencia de pelos radicales en el meristemo o zona división celular. D. desarrollo de pelos radicales 
en la zona de crecimiento. E. pelos radicales en la zona pelífera. F. detalle de pelos radicales. 
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Tabla 3.2 Descripción morfológica de  microorganismos aislados de los grupos funcionales solubilizadores de fósforo (PSM), fijadoras de N2 (BFN), celulolíticos 
(C) y amonificantes (A). 
Código Tipo Fuente Medio Dilución 
Color 
Forma Superficie Borde Brillo Observaciones Imágenes 
Centro Borde 
PSM-1 Hongo Raíz PSM - Café Café Redonda Lanuda Regular Opaco 
Baja densidad 
de hifas 
 
PSM-5.1 Bacteria Raíz PSM - Naranja Naranja Redonda Lisa Irregular Brillante Medio amarillo 
 
PSM-6.1 Bacteria Raíz PSM - Amarillo-naranja Amarillo-naranja Redonda lisa Regular Brillante Medio amarillo 
 
PSM -7 Bacteria Raíz PSM - Amarillo clara Amarillo clara Redonda Rugosa Regular Brillante Medio azul 
 
PSM -8 Bacteria Sustrato PSM 10-4 Amarillo clara Amarillo clara Redonda Lisa Regular Muy brillante Medio azul 
 
PSM-9 Bacteria Sustrato PSM 10-4 Amarillo medio Amarillo medio Redonda Lisa Regular Brillante Medio amarillo  
PSM-10 Bacteria Sustrato PSM 10-4 Blanca-amarilla Blanca-amarilla Redonda Lisa Regular Brillante 
Rápido 
crecimiento 
 
PSM-11 Bacteria Sustrato PSM 10-4 Amarillo clara Amarillo clara Redonda lisa Irregular Muy brillante 
Acidifica el 
medio 
 
PSM-12 Bacteria Sustrato PSM 10-4 Naranja Naranja Redonda Lisa Irregular Brillante 
Poco densa, 
medio amarillo 
 
PSM-14 Hongo Sustrato PSM 10-3 Café Amarillo clara Redonda Lanuda Irregular Opaco 
Crecimiento 
lento 
 
 
 
BFN-1 Bacteria Raíz BFN - Blanca-amarilla Blanca-amarilla Redonda lisa Regular Brillante 
Pequeña, 
delgada 
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Código Tipo Fuente Medio Dilución 
Color 
Forma Superficie Borde Brillo Observaciones Imágenes 
Centro Borde 
BFN-2 Bacteria Raíz BFN - Amarillo claro Blanco Estrellada Grumosa centro Irregular Brillante 
Crecimiento 
lento 
 
BFN-3 Bacteria Raíz BFN - Amarillo claro Amarillo claro Redonda Grumosa centro Regular Brillante  
 
BFN-4 Bacteria Sustrato BFN 10-4 
Blanca 
(Amarillo en agar nutritivo) 
Blanca 
(Amarillo en agar nutritivo) 
Redonda Grumosa centro Regular Brillante  
 
BFN-5 Bacteria Raíz BFN - Blanca-amarilla Blanca-amarilla Redonda Grumosa centro Regular Brillante  
 
BFN-6 Bacteria Raíz BFN - Blanca-amarilla Blanca-amarilla Redonda Grumosa centro Regular Brillante  
 
BFN-7 Bacteria Sustrato BFN 10-5 Blanca Blanca Muy redonda Grumosa centro Regular Brillante   
BFN-11 Bacteria Sustrato BFN 10-5 Blanca Blanca Redonda lisa Regular Medio  
 
BFN-12 Bacteria Sustrato BFN 10-5 Blanca Blanca Estrellada lisa Irregular Medio   
BFN-13 Bacteria Sustrato BFN 10-4 Blanca Blanca Redonda Hundido el centro Regular Brillante Muy delgada 
 
A-1 Bacteria Sustrato A 10-5 Blanco marfil Blanco más claro Ovalado lisa, grumosa Regular Brillante  
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Código Tipo Fuente Medio Dilución 
Color 
Forma Superficie Borde Brillo Observaciones Imágenes 
Centro Borde 
A-2 Bacteria Sustrato A 10-5 Amarillo oscura Amarillo clara Ovalado Lisa Regular Brillante  
 
A-3 Bacteria Sustrato A 10-5 Rosada oscuro Rosada clara Redonda Lisa, grumosa Regular Brillante  
 
A-4 Bacteria Sustrato A 10-5 Crema Crema Redonda Lisa Regular Brillante 
Crece 
formando 
anillos 
 
A-5 Bacteria Sustrato A 10-5 Amarilla clara Amarilla clara Ovalado Lisa Irregular Brillante 
Transparente 
especialmente 
centro 
 
A-6 Bacteria Sustrato A 10-5 Blanco más oscuro Blanco tiza Redonda Lisa Regular Brillante Transparente 
 
A-7 Bacteria Hojarasca A 10-5 Blanco más oscuro Blanco marfil Acorazonado Lisa centro, borde corrugado Irregular Brillante  
 
A-8 Bacteria Hojarasca A 10-5 Amarillo-verdoso más oscuro Amarillo-verdoso Redonda Lisa Regular Brillante  
 
A-9 Bacteria Hojarasca A 10-5 Blanco tiza Blanco tiza Ovalado Rugosa Irregular Brillante 
Transparente 
con líneas 
sobresalientes 
desde el centro 
 
A-10 Bacteria Hojarasca A 10-5 Blanco marfil 
(Amarillo en agar nutritivo) 
Blanco marfil 
(Amarillo en agar nutritivo) 
Redonda Lisa Regular Brillante 
Transparente, 
con círculos 
concéntricos 
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Código Tipo Fuente Medio Dilución 
Color 
Forma Superficie Borde Brillo Observaciones Imágenes 
Centro Borde 
A-11 Bacteria Hojarasca A 10-5 Blanca Blanca Irregular  Lanuda Irregular Opaca 
Rápido 
crecimiento 
como en olas.  
 
C-1 Actinomiceto Sustrato C 10-4 Crema más oscuro Crema Ovalado Rugosa Regular Opaco 
Presenta 
esporas en el 
centro 
 
C-2 Hongo Sustrato C 10-4 Blanco Blanco Ovalado Rugosa Irregular Opaco Baja densidad 
de hifas 
 
C-3 Actinomiceto Sustrato C 10-4 Blanco Blanco Ovalado Rugosa Irregular Opaco Punto en la 
mitad 
 
C-4 Actinomiceto Sustrato C 10-4 Blanco Blanco Redonda Rugosa Regular Opaco 
Esporas en 
forma de 
triángulo 
 
C-5 Actinomiceto Hojarasca C 10-4 Blanco Blanco Redonda Rugosa Regular Opaco Esporas más 
grandes 
 
C-6 Bacteria Hojarasca C 10-4 Crema Crema más oscuro Redonda Lisa Regular Brillante Muy pequeña  
C-7 Bacteria Hojarasca C 10-4 Rosada Rosada Redonda Lisa Regular Brillante Muy pequeña 
 
C-8 Actinomiceto Hojarasca C 10-4 Blanco más oscuro Blanco Redonda Rugosa Regular Opaco 
Las esporas 
son de forma 
concéntrica 
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Evaluación in-vitro de los microorganismos aislados 
 
Solubilizadores de fósforo. Luego del período de incubación, se observó que el control no 
inoculado presentó un pH de 7.6, mientras que los aislamientos PSM-6, -5 y -12 redujeron 
significativamente (P≤0.05) el pH del medio, a un promedio de 3.3. Otros aislamientos 
(PSM 7, -8, -9 y -11) también fueron capaces de reducir, significativamente, el pH del 
medio, no tanto como los anteriores, a 4.1 en promedio. Los aislamientos menos efectivos 
fueron PSM-1, -10, y -14 (Figura 3.9). 
 
Por lo anterior, dentro de los PSM el aislamiento más efectivo para disolver roca fosfórica  
fue el PSM-6 (Figura 3.9), cuya inoculación produjo una concentración de fósforo en 
solución de 10.8 mg L
-1
. Este fue seguido por PSM-5 y -12 (9 y 8.4 mg L
-1
, 
respectivamente) y luego por PSM-9, -7, -8 y -11 (2.7- 4.0 mg L
-1
). La inoculación con los 
otros aislamientos produjo niveles de fósforo en solución por debajo al control (0.54 mg L
-
1
). Con base en estos resultados se escogieron los aislamientos PSM-6 y -5 para la prueba 
en campo (Capítulo 4). 
 
  
 
Figura 3.9 Concentración de fósforo soluble y pH del medio líquido inoculado con los PSM 
seleccionados. Columnas con letras diferentes son significativamente (P ≤ 0.05) diferentes. 
Bajo un estudio similar Álvarez et al. (2012) encontraron microorganismos, aislados de 
plantas de vainilla, capaces de solubilizar roca fosfórica en un rango de 6 a 9 mgL
-1
. Estos 
valores fueron muy similares a los encontrados en esta investigación. 
 
Celulolíticos. En el caso de los celulolíticos, se observó un aumento en la producción de 
CO2 respecto al control no inoculado, siendo C2 el microorganismo que presentó la 
máxima producción de CO2 (840 µmol). Los otros aislados presentaron concentraciones 
similares a C2, excepto C5 que mostró el valor más bajo, correspondiente a 725 µmol 
(Figura 3.10). En consecuencia, los microorganismos celulolíticos escogidos para la 
inoculación en campo, fueron C1, -2, -4 y -8. 
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Figura 3.10 CO2 producido por la actividad microbial de los microorganismos celulolíticos 
seleccionados. 
 
Amonificantes. En los microorganismos proteolíticos, se observó la mayor producción de 
NH4
+
 por los aislado A4, -11, -1 y -9, los cuales fueron escogidos para la prueba de campo 
(Figura 3.11). Los microorganismos restantes (A10, -7 y -8), presentaron un 
comportamiento similar con una producción de amonio aproximada de 30 mg L
-1
. 
 
 
Figura 3.11 Concentración de amonio en el medio líquido inoculado con microorganismos 
amonificantes seleccionados. 
 
Bacterias fijadoras de N2. En las bacterias fijadoras de N, el crecimiento y cambio del 
medio fue notorio en los microorganismos BFN-11 y -12, mientras que en las cajas de petri 
que contenían los microorganismo BFN-2 y -13 no se observó ningún cambio de color en el 
medio, aunque hubo crecimiento de las bacterias (Tabla 3.3). Los aislados seleccionados 
para la prueba en campo fueron BFN-1, -6, -11y 12.  
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Tabla 3.3 Capacidad de los microorganismos BFN aislados de virar el medio de un color verde 
claro a azul. 
Aislamiento 
Superficie del medio de cultivo en  
la caja de Petri que cambio de color (%) 
BFN-1 90 
BFN-2 0 
BFN-4 40 
BFN-6 95 
BFN-11 100 
BFN-12 100 
BFN-13 0 
 
Identificación molecular 
 
Se logró la amplificación de los fragmentos del tamaño esperado para la región parcial 28S 
del ADNr para los dos hongos estudiados (AB45-C2 y AB46-C8). El análisis BLAST de 
las secuencias presentó, como los hits de mayores niveles de identidad, a los hongos 
Epicoccum nigrum y Perenniporia corticola, para los aislamientos C2 y C8, 
respectivamente (Tabla 3.4). Sin embargo, es importante tener presente que la región 28S 
es sólo indicativa de la ubicación taxonómica a nivel genérica, por cuanto presenta altos 
niveles de conservación (Zuluaga et al., 2009).  
 
Tabla 3.4 Identificación de hongos a partir de BLASTn para secuencias 28S del ADNr. 
 
Aislamiento 
Código 
LBMC 
Homología 
en GenBank 
Número 
Accesión 
Tamaño del 
Fragmento (pb) 
Identidad 
(%) 
Valor e 
C2 AB46-C2 Epicoccum nigrum GU237975.1 973 99 0.0 
C8 AB47-C8 
Perenniporia 
corticola 
HQ654108.1 987 99 0.0 
 
El análisis filogenético, utilizando el algoritmo de Máxima verosimilitud, permitió 
confirmar la asociación del aislamiento C2 con el hongo mitospórico Epicoccum  nigrum, 
estado imperfecto de Ascomycetes endófitos de la clase Dothideomycetes. Por otra parte el 
aislamiento C8 se presentó en un clado de hongos Basidiomycetes, Agaricomycetes, 
Polyporales; aunque con la secuencia disponible, no fue posible definir su identidad a nivel 
genérico (Figura 3.12). 
 
Con respecto al análisis BLAST para bacterias realizado con la región 16S del ADNr, se 
identificaron en el estudio, a las bacterias Pseudomonas fluorescens, Pseudomonas sp., 
Bacillus cereus, Enterobacter asburiae, Achromobacter sp. yVariovorax sp. (Tabla 3.5).  
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Figura 3.12 Árbol filogenético para secuencias 28S del ADNr indicando relaciones entre hongos 
secuenciados y  de referencia obtenidos de las bases de datos moleculares. Los números sobre las 
ramas indican los valores de bootstrap para 1.000 iteraciones. 
Con el fin de aumentar la resolución de la identificación, se realizó un análisis filogenético, 
incluyendo secuencias de referencia, obtenidas de las bases de datos moleculares, 
generándose un dendrograma con cuatro clados representativos de bacterias Gram 
negativas y un clado de bacterias Gram positivas.  
 
Tabla 3.5 Identificación de bacterias a partir de BLASTn para secuencias 16S del ADNr. 
 
Aislamiento 
Código 
LBMC 
Homología 
en GenBank 
Número 
Accesión 
Tamaño del 
Fragmento (pb) 
Identidad 
(%) 
Valor 
e 
A-1 AB48-A1 Pseudomonas fluorescens JF449445 872 99% 0.0 
A-4 AB49-A4 Pseudomonas sp. FR682936 629 98% 0.0 
A-9 AB50-A9-1 Bacillus cereus JF496483 1404 99% 0.0 
A-9 AB51-A9-2 Bacillus cereus JF496483 1405 99% 0.0 
A-11 AB52-A11 Bacillus cereus FJ380120 869 99% 0.0 
BFN-1 AB53-BFN1 Enterobacter asburiae CP003026 1404 99% 0.0 
BFN-6 AB54-BFN6 Achromobacter sp. FJ828885 1379 99% 0.0 
PSM-5 AB55-PSM5 Variovorax sp. AB098595 1398 100% 0.0 
PSM-6 AB56-PSM6 Variovorax sp. AB098595 1396 100% 0.0 
 
El primer clado representa el género Pseudomonas e incluyó la asociación del aislamiento 
AB48-A1 con la especie P. fluorescens. El segundo clado identificó a la bacteria AB53-
BFN1como miembro del género Enterobacter, mientras que la bacteria AB54-BFN6 se 
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presentó en el tercer clado asociada a los géneros Alcaligenes y Achromobacter. Las 
bacterias AB55-PSM5 y AB56-PSM6 se presentaron en el cuarto clado como miembros del 
género Variovorax.  Finalmente las cepas AB50-A9-1 y AB51-A9-2 se asociaron con 
bacterias Gram positivas del género Bacillus, no siendo posible su identificación a nivel de 
especie, pues indistintamente presentaron altos niveles de identidad con secuencias de 
referencia de B. thuringiesis y B. cereus (Figura 3.13).  
 
Finalmente, en las Tabla 3.7 y Tabla 3.6, se presentan las matrices de identidad con las 
secuencias editadas para los hongos y bacterias incluidas en los análisis. 
 
Tabla 3.6 Matriz identidad de hongos para  secuencias 28S del ADNr. 
 A B C D E F G H I J 
A ID 0.747 0.996 0.994 0.993 0.993 0.764 0.764 0.951 0.763 
B 0.747 ID 0.747 0.747 0.747 0.749 0.951 0.95 0.745 0.945 
C 0.996 0.747 ID 0.995 0.994 0.994 0.764 0.764 0.955 0.763 
D 0.994 0.747 0.995 ID 0.998 0.996 0.764 0.764 0.954 0.762 
E 0.993 0.747 0.994 0.998 ID 0.997 0.764 0.764 0.955 0.762 
F 0.993 0.749 0.994 0.996 0.997 ID 0.764 0.766 0.957 0.762 
G 0.764 0.951 0.764 0.764 0.764 0.764 ID 0.981 0.758 0.989 
H 0.764 0.95 0.764 0.764 0.764 0.766 0.981 ID 0.762 0.975 
I 0.951 0.745 0.955 0.954 0.955 0.957 0.758 0.762 ID 0.758 
J 0.763 0.945 0.763 0.762 0.762 0.762 0.989 0.975 0.758 ID 
A: AB46CONSENSO, B: AB47lr6, C: GU237975. Epicoccum nigrum, D: GU238172 Stagonosporopsis astragali, E: 
GU238135 Phoma novae-verbascicola, F: GU237967 Didymella macropodii, G: HQ654108 Perenniporia corticola, H: 
AF261538 Fomes fomentarius, I: DQ678045 Cochliobolus sativus, J: GDQ208411.Ganoderma lucidum 
 
Tabla 3.7 Matriz identidad de bacterias para secuencias 16S del ADNr. 
 
 A B C D E F G H I J K. L. M 
A ID 0.994 0.751 0.741 0.744 0.745 0.785 0.998 0.996 0.749 0.744 0.745 0.781 
B 0.994 ID 0.748 0.74 0.742 0.742 0.782 0.994 0.992 0.746 0.743 0.742 0.778 
C 0.751 0.748 ID 0.792 0.787 0.788 0.847 0.751 0.751 0.998 0.796 0.788 0.846 
D 0.741 0.74 0.792 ID 0.875 0.877 0.825 0.742 0.74 0.792 0.995 0.877 0.827 
E 0.744 0.742 0.787 0.875 ID 0.998 0.811 0.745 0.745 0.785 0.88 0.998 0.815 
F 0.745 0.742 0.788 0.877 0.998 ID 0.812 0.745 0.745 0.787 0.881 1 0.816 
G 0.785 0.782 0.847 0.825 0.811 0.812 ID 0.785 0.784 0.847 0.829 0.812 0.989 
H 0.998 0.994 0.751 0.742 0.745 0.745 0.785 ID 0.997 0.749 0.745 0.745 0.781 
I 0.996 0.992 0.751 0.74 0.745 0.745 0.784 0.997 ID 0.749 0.743 0.745 0.78 
J 0.749 0.746 0.998 0.792 0.785 0.787 0.847 0.749 0.749 ID 0.795 0.787 0.845 
K 0.744 0.743 0.796 0.995 0.88 0.881 0.829 0.745 0.743 0.795 ID 0.881 0.83 
L 0.745 0.742 0.788 0.877 0.998 1 0.812 0.745 0.745 0.787 0.881 ID 0.816 
M 0.781 0.778 0.846 0.827 0.815 0.816 0.989 0.781 0.78 0.845 0.83 0.816 ID 
A: AB50CONSENSO, B: AB51CONSENSO, C:AB53CONSENSO, D: AB54 CONSENSO, E: AB55 CONSENSO, F: AB56 
CONSENSO, G: HE586392 Pseudomonas fluorescens, H: JN159662 Bacillus cereus, I: JN120862 Bacillus thuringiensis, J: FJ405367 
Enterobacter sp, K: FJ828885 Achromobacter sp., L: AB098595  Variovorax sp., M: ab48 
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Figura 3.13 Árbol filogenético para secuencias 16S del ADNr mostrando relaciones entre bacterias 
obtenidas en este estudio y cepas de referencia obtenidas de las bases de datos moleculares. 
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En la Tabla 3.4 se presenta un resumen de los microorganismos seleccionados por 
identificación molecular, para inocular las plantas de vainilla. Se aclara que, algunos 
microorganismos que se inocularon en las plantas, presentaron problemas en su 
propagación y no pudieron identificarse molecularmente.  
 
Tabla 3.4 Identificación molecular de los microorganismos seleccionados para inocular las plantas 
de vainilla. 
Medio Código Identificación molecular 
PSM PSM-5 Variovorax sp. 
PSM PSM-6 Variovorax sp. 
PSM EHY1* Fusarium sp. 
PSM EHY4* Penicillium sp. 
BFN BFN-1 Enterobacter asburiae 
BFN BFN-6 Achromobacter sp. 
BFN BFN-11 -ni- 
BFN BFN-12 -ni- 
C C1 -ni- 
C C2 Epicoccum nigrum 
C C4 -ni- 
C C8 Perenniporia corticola 
A A1 Pseudomonas fluorescens 
A A4 Pseudomonas sp. 
A A9 Bacillus cereus 
A A11 Bacillus cereus 
*Hongos aislados de las raíces de Vainilla que crecían en una localidad cercana a Yopal (Casanare). Fueron originalmente 
aislados bajo condiciones similares de este estudio por Laura Bernal (2010) y presentaron una alta efectividad como 
microorganismos solubilizadores de fósforo. –ni: no identificada. 
 
Es posible que los microorganismos encontrados puedan cumplir funciones ecológicas 
importantes dentro de la familia Orchidaceae.  Vaz et al. (2009) encontraron en una serie de 
orquídeas tropicales una población abundante de microorganismos endófitos entre los que 
se destacan los géneros Pseudomonas, Fusarium, Penicillium y la especie Epicoccum 
nigrum.  
 
Llama la atención que entre los microorganismos solubilizadores de P se encontró la 
bacteria aeróbica organotrofa del género Variovorax. Esta, fue capaz de reducir el pH desde 
7 a un valor aproximado a 4, tal como lo evidencia el cambiar el color del medio de cultivo 
(azul: pH 7.0; amarillo: pH <4), como se aprecia en la Figura 3.14, lo cual se logró detectar 
por la inclusión de azul de bromotimol en el medio (Tabla 3.2). Esta bacteria tolera muy 
bien la presencia de ácidos orgánicos (Bergey y Holt, 1994) que son los principales agentes 
en la solubilización de P de origen inorgánico. Por otro lado, este género ha sido reportado 
en la literatura especializada por tener la enzima Fosfonopiruvato hidrolasa capaz de 
romper los enlaces ester C-O-PO3 presentes en los compuestos organofosfonatos y así 
liberar fosfato de origen orgánico (Kulakova et al., 2003; Kulakova et al., 2009; Quinn et 
al., 2007). 
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        A      B 
Figura 3.14 Cambio de color del medio de cultivo  para PSM, desde un color azul a un color 
amarillo debido a la liberación de ácidos orgánicos por parte de los microorganismos. A. Color del 
medio original. B. viraje del medio a color amarillo. 
 
Por otro lado, los géneros Achromobacter y Enterobacter se han reconocido desde hace 
años, como microorganismos capaces de fijar nitrógeno atmosférico (Jensen, 1958; Proctor 
y Wilson, 1959). El género Enterobacterse se distribuye, ampliamente, en la naturaleza 
(agua fresca, suelo, aguas residuales, plantas, vegetales, animales  y heces humanas) 
(Bergey y Holt, 1994) y presenta una alta capacidad de fijación de N2 en suelos áridos y en 
las raíces de arroz (Grimont y Grimont, 2006; Ladha et al., 1983). La capacidad de fijar N2, 
de estos microorganismos, se observó al cambiar el medio de crecimiento de un color verde 
a azul (Figura 3.15).  
 
 
 
       A      B 
Figura 3.15 Cambio de color del medio de cultivo para BFN, desde un color verde a un color azul. 
A. Medio de cultivo con el color original (verde claro). B. viraje total del medio de cultivo a un 
color azul más intenso. 
 
Las especies Epicoccum nigrum y el género Perenniporia han sido reconocidos como 
microorganismos saprófitos, este último se observa en tallos de coníferas o maderas de alta 
densidad; su capacidad para degradar celulosa se ha observado en otros estudios (Brown, 
1984; Cui y Zhao, 2011). Sin embargo, es importante reconocer la función como bio-
controlador de hongos patógenos, del hongo Epicoccum nigrum, que se presenta en la 
literatura especializada. Esta especie actúa como agente de control en gran variedad de 
plantas, incluyendo orquídeas (Hashem y Ali, 2004; Larena y Melgarejo, 2009; Vaz et al., 
2009). Estos microorganismos fueron capaces de formar halos en el medio de crecimiento 
que contenía carboximetil celulosa (Figura 3.16).  
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        A    B 
Figura 3.16 Evaluación en cajas de petri de la capacidad de degradar celulosa por 
microorganismos. A. cajas de petri con medio sin tinción. B. Cajas de petri con el medio de 
crecimiento teñido. Se observan halos de un color más claro (flecha) que indican la capacidad de 
degradar celulosa. 
Los géneros Pseudomonas y Bacillus aislados del cultivo de medio selectivo amonificante, 
presentan funciones ecológicas importantes. En el caso de Pseudomonas, se ha observado 
que es responsables de la degradación de muchos compuestos solubles, que se derivan de la 
ruptura monomérica de materiales de plantas y animales en hábitat oxigenados (Madigan et 
al., 2003). En el género Bacillus hay muchas especies que producen enzimas extracelulares 
como hidrolasa, que rompen polisacáridos complejos, ácidos nucleícos o ácidos grasos 
hasta unidades asimilables por las células, estos productos sirven como fuente de carbono y 
donadores de electrones (Madigan et al., 2003). 
 
Como nota adicional, se destaca el papel de algunos microorganismos encontrados en este 
estudio, como bio-controladores de patógenos de vainilla. Los microorganismos  
Pseudomonas sp.,  Pseudomonas fluorescens, la cepa no patogénica de Fusarium sp. y los 
géneros de bacterias Enterobacter y Bacillus han controlado de manera efectiva 
poblaciones de hongos patogénicos como  Phytophthora meadii McRae, Colletotrichum 
vanillae Massae y Fusarium oxysporum f.sp. vanillae, este último reconocido 
históricamente como una de los hongos más devastadores del cultivo de vainilla en el 
mundo (Bhai y Kumar, 2008; Radjacommare et al., 2007; Tombe y Liew, 2011; Xia-Hong, 
2007). 
 
Finalmente, los resultados obtenidos nos indican que los métodos utilizados fueron 
adecuados. Se resalta la simplicidad de los métodos y el alto número de microorganismos 
estudiados. 
 
CONCLUSIONES 
 
Existe una alta diversidad y abundancia de microorganismos en el suelo y raíces de las 
plantas de vainilla, la cual está dominada, principalmente, por bacterias. Estas poblaciones 
microbiales presentan el potencial para promover el desarrollo de la vainilla, especialmente 
cuando sus procesos metabólicos liberan nutrientes que pueden ser tomados por la planta. 
Se destaca la identificación de algunos microorganismos que pueden presentar un efecto 
biofertilizante sobre la planta y actuar a su vez como agentes de biocontrol de patógenos.  
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CAPITULO 4. 
 
EFECTO DE SUSTRATOS ORGÁNICOS DE CRECIMIENTOS Y 
FERTILIZACIÓN QUÍMICA Y BIOLÓGICA SOBRE EL 
CRECIMIENTO Y NUTRICIÓN DE PLÁNTULAS DE VAINILLA 
(Vanilla planifolia Jacks.)
2
 
 
RESUMEN 
 
La producción de Vainilla es una actividad promisoria en Colombia; su éxito depende entre 
otros factores, de una nutrición adecuada. Sin embargo, sus requerimientos nutricionales no 
se conocen. Este trabajo busca responder las siguientes preguntas: ¿cuál es el tipo de 
sustrato orgánico que se debe aplicar? y ¿cuál es la respuesta a la adición de fertilizantes 
sintéticos y biológicos? Nuestra hipótesis fue que el crecimiento de plántulas de vainilla 
depende de la composición del sustrato (basado en la proporción de fibra de coco o chips de 
madera y hojarasca), de la dosis de fertilizante y de la inoculación microbial. Parcelas 
experimentales de 0.8 × 0.8 × 0.2 m, se llenaron mensualmente, con 10 L de un sustrato 
que contenía chips de madera (M) o fibra de coco (F) y  hojarasca (H) en diferentes 
proporciones volumétricas (75:25, 50:50, 25:75%).Dos tipos de fertilización se evaluaron: 
fertilización química (fertilizante grado 27-11-11 a razón de 0, 20, 60 y 140 g por planta 
por año) y fertilización biológica (80 cm
3
 por planta de un inóculo compuesto por varios 
microorganismos aislados de plantas de vainilla). Los resultados indican que hubo una 
interacción significativa (P≤0.01) entre la composición de los sustratos y la fertilización 
sobre el crecimiento de la planta. El crecimiento de la vainilla fue significativamente 
mayor, cuando la dosis de fertilización fue 20 g por planta por año y el sustrato estuvo 
compuesto por 75% de fibra de coco o chips de madera y 25% de hojarasca. En general, la 
presencia de fibra de coco produjo contenidos foliares de fósforo, potasio, cobre, magnesio 
y manganeso significativamente mayores (P≤0.05), que los obtenidos cuando los chips de 
madera estaban incluidos en el sustrato. Por el contrario, la presencia de chips de madera 
incrementó significativamente (P≤0.05) los contenidos foliares de nitrógeno y calcio 
respecto a los obtenidos cuando el sustrato contenía fibra de coco.       
 
INTRODUCCIÓN 
 
La producción de Vainilla en Colombia ha comenzado a posicionarse como una actividad 
promisoria y novedosa; sin embargo, el país no posee una trayectoria en el cultivo y manejo 
de esta planta, que le permita asegurar la supervivencia de esta actividad (Gómez et al., 
2011). La vainilla es una planta semi-epífita que pertenece a la familia Orchidaceae y 
presenta una distribución transoceánica. El género Vanilla, se encuentra distribuida en 
todos los continentes, excepto en Australia, entre los paralelos 27 Norte y Sur 
respectivamente (Cameron, 2011a; Cameron, 2011b; Portéres, 1954).  Por sus propiedades 
aromáticas y saborizantes, la vainilla ha cobrado importancia en el ámbito comercial, 
                                                          
2
 Apartes de este capítulo se usaron para la elaboración del artículo: Osorio A.I., N.W. Osorio, M.C. Diez y 
F.H. Moreno.2012. Effect of organic substrate composition, fertilizer dose, and microbial inoculation on 
vanilla plant nutrient uptake and growth. Acta Horticulturae (ISSN 0567-7572) (en prensa). 
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convirtiéndose, después de la Safranina, en la especia más costosa (Damiron, 2004; 
Ranadive, 2005). La especie Vanilla planifolia es la más conocida y con la cual se ha 
desarrollado extensos cultivos en Madagascar, Uganda, India y algunas islas de Indonesia 
como Bali, Sulawesi, Flores y Lombok. A nivel mundial, se han establecido otros cultivos 
que generan una producción menor de vainilla, entre ellos México, Costa Rica, Tonga, 
Jamaica, Bolivia y República Popular de China (provincia Hainan) (Brownell, 2011; FAO, 
2011; Ranadive, 2005).  
 
Entre las exigencias del cultivo de vainilla se destaca su nutrición, expresada en el tipo de 
sustrato de crecimiento y fertilización. Esta planta se caracteriza porque no desarrolla su 
sistema radical terrestre en el suelo mineral, sino en la materia orgánica proveniente de la 
descomposición de residuos vegetales y/o animales (Anilkumar, 2004; Hernández, 2011; 
Hernández y Lubinsky, 2011; Stéhlé, 1954). Por tal motivo, la fertilidad del suelo 
subyacente no es tan importante como lo es el tipo de sustrato orgánico que se utiliza 
(Davis, 1983). 
 
Los materiales orgánicos usados en el cultivo de vainilla varían ampliamente entre países, 
sin que, aún, se haya identificado los sustratos orgánicos que más favorecen el crecimiento 
y desarrollo de las plantas. Los principales materiales orgánicos utilizados en el cultivo de 
vainilla son los residuos leñosos y foliares, procedentes de las podas de árboles y tutores 
(Hernández y Lubinsky, 2011). No obstante, se observan otros tipos de experiencias al 
cultivar vainilla con aserrín, bagazo de caña, chips de madera, cascarilla de arroz, fibra de 
coco, cáscara de coco y vermicompost, entre otros (Anilkumar, 2004; Bianchessi, 2004; 
Zhou et al., 2011). 
 
En cuanto a los requerimientos de fertilización química y biológica de la vainilla, no existe 
mucha información disponible (Osorio et al., 2011). Se sabe que en los cultivos de la India, 
la aplicación anual por planta, distribuidas en dos o tres dosis, es de 40 a 60 g de nitrógeno, 
entre 20 y 30 g de P2O5 y entre 60 y 100 g de K2O ó 20:10:30 g de NPK (Anilkumar, 2004; 
Sarma et al., 2011).  
 
Por otro lado, en cultivos de vainilla se ha implementado el uso de microorganismos como 
bio-fertilizantes, entre ellos se encuentra Pseudomonas fluorescens, Azospirillum sp. y 
bacterias solubilizadoras de fósforo que promueven el crecimiento de las plantas 
(Anilkumar, 2004). Muchas de las cepas utilizadas con este fin han desempeñado roles 
como bio-controladores (Bhai y Kumar, 2008; Radjacommare et al., 2010; Tombe y Liew, 
2011; Xia-Hong, 2007), especialmente con el hongo Fusarium oxysporum f. sp. Vanillae, 
que limita, altamente, la productividad de las plantas (Ploetz, 2006; Xia-Hong, 2007).  
 
La vainilla, es considerada una planta que no presenta altos requerimientos nutricionales 
(Fouché y Jouve, 1999), por lo cual, en algunos cultivos no se ha prestado suficiente 
atención al uso de abonos orgánicos que mejoren la condición físico-química y 
microbiológica de los suelos y el manejo integrado con fertilizantes químicos y/o 
biológicos (Bianchessi, 2004; Damiron, 2004; Hernández y Lubinsky, 2011; Ramírez et al., 
1999). 
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El objetivo del estudio fue evaluar el efecto individual y combinado de diferentes sustratos 
orgánicos en distintas proporciones (leñoso y foliar), niveles de fertilización química (0, 20, 
60 y 140 g por año por planta) y la  inoculación microbial [bacterias fijadoras de N2 (BFN), 
microorganismos solubilizadores de fosfato (PSM), microorganismos celulolíticos (C) y 
microorganismos amonificantes (A)], como bio-fertilizante, sobre el crecimiento y 
nutrición de plántulas de vainilla. 
 
MATERIALES Y MÉTODOS  
 
Ubicación geográfica y características de la parcela 
 
El ensayo se desarrolló en el municipio de Sopetrán, Antioquia (6°29’53”N-75°43’46”W) 
(Figura 4.1) el cual presenta una temperatura promedia anual de 27°C  y se encuentra 
ubicado a una altitud de 1070 m.  
 
 
Figura 4.1 Ubicación geográfica del sitio. 
 
Las plántulas fueron sembradas bajo una casa de malla con polisombra 65-35. Consta de 4 
parcelas, cada una de ellas, con 30 subparcelas de 0.8 m de largo, 0.8 m de ancho y 0.3 m 
de profundidad. Cada subparcela se adecuó con una estaca de plástico que se desempeñó 
como tutor de la plántula, la cual se sujetó con fibra sintética (Figura 4.2). 
 
 
           A             B 
Figura 4.2 Aspecto general de las subparcelas experimentales. A. vista exterior de la casa malla. B. 
vista interna de la casa malla. Nótese el tutor de plástico sobre el cual crece adherida las plántulas 
de vainilla. 
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Cada subparcela contenía 10 L de sustrato para el crecimiento de las raíces, cuya cantidad 
se adicionaba con una frecuencia bimensual. 
 
 Tratamientos 
 
Se evaluó la combinación de materiales orgánicos en el sustrato de crecimiento y diferentes 
dosis de fertilización química y biológica. Éstos, se dividieron en dos tipos, material leñoso 
y material foliar. El material leñoso estuvo compuesto por chips de madera (M) y fibra de 
coco (F), en la categoría de material foliar estuvo la hojarasca (H). Las combinaciones 
fueron dados, en primer lugar, por la combinación de fibra de coco y hojarasca, y en 
segundo lugar, por la mezcla de chips de madera y hojarasca, cada uno en tres proporciones 
diferentes (25:75, 50:50 y 75:25; v:v), para un total de 6 tipos de materiales orgánicos 
(Figura 4.3). 
 
 
  A    B    C 
Figura 4.3 Adición de sustratos orgánicos a las subparcelas experimentales. A. Medición 
volumétrica de los materiales orgánicos (25:75, 50:50 y 75:25; v:v). B. Adición de la mezcla de 
sustratos a las camas de crecimiento. C. Homogenización de los materiales orgánicos. 
 
Los tratamientos de fertilización química consistieron en la aplicación del fertilizante 
comercial de grado 27-11-11[nitrógeno total (N) 27%, nitrógeno amoniacal (N) 4.3%, 
nitrógeno ureico (N) 22.7%, fósforo asimilable (P2O5) 11%, potasio soluble en agua (K2O) 
11%, magnesio (MgO) 2% y azufre total (S) 3%)], en 4 dosis anuales: 0,  20, 60 y 140 g 
por planta. Cada dosis anual de fertilización se distribuyó en tres aplicaciones durante seis 
meses, la primera aplicación se realizó a los 90 días después del trasplante, la segunda a los 
120 días y la tercera a los 150 días. Para la aplicación del fertilizante se removió el sustrato 
de crecimiento, luego se aplicó de tal manera que quedara cerca de las raíces (nunca en 
contacto) y se volvieron a cubrir con sustrato.  
 
La fertilización biológica (B), consistió en la adición alrededor de las raíces de 80 cm
3
 de 
una suspensión, donde se mezclaron inóculos microbiales en los siguientes grupos 
funcionales (20 cm
3
 cada uno): bacterias fijadoras de N2 (BFN), microorganismos 
solubilizadores de fosfato (PSM), microorganismos celulolíticos (C) y microorganismos 
amonificantes (A). La mezcla contenía 10
6
 UFC cm
-3
 de Enterobacter asburiae, 
Achromobacter sp., BFN11 y BFN12 (fijadores de nitrógeno); Variovorax sp., Fusarium 
sp. y Penicillium sp. (solubilizadores de fosfato); Epicoccum nigrum, Perenniporia 
corticola, C1 y C4 (celulolíticos); y Pseudomonas fluorescens, Pseudomonas sp. y Bacillus 
cereus (amonificantes) (Capítulo 3).    
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Para el aislamiento de estos microorganismos se procedió como se ilustró en el capítulo 3. 
En resumen, se tomaron muestras de raíces, suelo rizosférico y hojarasca de plantas de 
vainilla en estado vegetativo y en apariencia sanas y vigorosas, que crecían en otras casas 
de malla en el mismo sitio de estudio. Los aislamientos se hicieron obteniendo diluciones 
seriales 10
-3
, 10
-4
 y 10
-5
 de “suelo” rizosférico y hojarasca,  y transfiriendo 0.1-1.0 cm3 de 
cada dilución a medios de cultivos selectivos. Los microorganismos aislados fueron 
sometidos a pruebas bioquímicas para identificar los individuos con mejor desempeño e 
identificados de forma molecular. Las plantas estuvieron creciendo durante 210 días 
después del trasplante.  La notación de los tratamientos dentro del documento se presenta 
en la Tabla  
 
Tabla 4.1 Notación de los tratamientos en el documento, en función de la proporción de los 
materiales orgánicos y la dosis de fertilización. A. Materiales compuestos por fibra de coco y 
hojarasca. B. Materiales compuestos por chips de madera y hojarasca. 
A. 
Proporción  de 
fibra de coco (%) 
Proporción 
hojarasca (%) 
Fertilización 
(g/planta/año) 
Notación 
25 75 0 F25-0 
50 50 0 F50-0 
75 25 0 F75-0 
25 75 20 F25-20 
50 50 20 F50-20 
75 25 20 F75-20 
25 75 60 F25-60 
50 50 60 F50-60 
75 25 60 F75-60 
25 75 140 F25-140 
50 50 140 F50-140 
75 25 140 F75-140 
25 75 Inóculo F25-ino 
50 50 Inóculo F50-ino 
75 25 inóculo F75-ino 
 
B. 
Proporción  de 
madera   (%) 
Proporción 
hojarasca (%) 
Fertilización 
(g/planta/año) 
Notación 
25 75 0 M25-0 
50 50 0 M50-0 
75 25 0 M75-0 
25 75 20 M25-20 
50 50 20 M50-20 
75 25 20 M75-20 
25 75 60 M25-60 
50 50 60 M50-60 
75 25 60 M75-60 
25 75 140 M25-140 
50 50 140 M50-140 
75 25 140 M75-140 
25 75 Inóculo M25-ino 
50 50 Inóculo M50-ino 
75 25 inóculo M75-ino 
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Diseño experimental 
 
El diseño experimental del ensayo fue parcelas divididas, con cuatro repeticiones; donde la 
parcela principal correspondió al tipo de sustrato orgánico de crecimiento y las sub eran la 
dosis del fertilizante químico y biológico.  Cada tratamiento tuvo 4 repeticiones que fueron 
distribuidas en cada una de las parcelas de la casa malla.   
 
Mediciones biométricas y obtención de biomasa 
 
Se midió, mensualmente, la longitud del tallo de las plantas. Al final del ensayo (210 días) 
se cosecharon las plantas de cada tratamiento y se determinó la longitud, área foliar 
(LICOR, LI-3000C) y biomasa seca por compartimientos: hojas, tallo y raíces aéreas 
(adheridas al tutor) (Figura 4.4). Para determinar la biomasa los materiales vegetales se 
secaron en una estufa (50º C, durante 8 días), en el laboratorio de Biogeoquímica de la 
Universidad Nacional de Colombia.. 
 
 
 A         B          C 
Figura 4.4 Cosecha de las plántulas y división de sus órganos para el cálculo de biomasa seca. A. 
Planta de vainilla. B. Órganos de la planta húmedos. C: Órganos de la planta secos. 
2.6 Contenido de nutrientes foliar 
 
De tres individuos por tratamiento, se tomó la 5ª, 6ª, 7ª y 8ª hoja enumeradas a partir de la 
zona apical. Las hojas separadas por repetición y tratamiento fueron secadas, molidas y 
tamizadas (2mm diámetro de partícula para análisis de N y malla número 60 para los demás 
nutrientes). Para la determinación analítica se usaron varios métodos,  Nitrógeno (método 
Micro- Kjedahl - NTC 666),  Fósforo (método ácido L-ascórbico, técnica colorimétrica - 
NTC 5350),  Potasio, Calcio y Magnesio (método Absorción Atómica).  
 
2.7 Análisis estadístico 
 
Los datos fueron sometidos a análisis  de varianza (prueba F), con previa verificación del 
cumplimiento de los supuestos de normalidad, homocedasticidad e independencia del error. 
Cuando fue necesario las variables se transformaron. Al presentarse efecto significativo con 
los tratamientos, se hizo una separación de medias, usando la prueba de la mínima 
diferencia significativa (LSD). En ambos casos, prueba F, con un nivel de significancia (P) 
≤ 0.05. Se utilizó el programa SAS 9.0 para el procesamiento de los datos.  
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Para observar la ordenación de las variables se utilizaron técnicas de análisis 
multidimensional. Se realizó una ordenación entre los tipos de sustratos y los contenidos 
nutricionales en las hojas de las plantas mediante un Análisis de Componentes Principales 
(ACP). Para examinar las relaciones entre  las variables biométricas y el contenido 
nutricional foliar de las plantas se realizó un Análisis de Redundancia (AR). Ambos análisis 
son representados por flechas; dos flechas que apuntan hacia el mismo lado indican una 
correlación positiva, las que apuntan hacia lados opuestos indican una correlación negativa 
y si forman un ángulo recto indican una ausencia de correlación entre ellas. El 
procesamiento de estos datos se realizó mediante el programa CANOCO 4.52. 
 
RESULTADOS Y DISCUSIÓN  
 
Los resultados indican que hubo efectos significativos de los tratamientos sobre las 
diferentes variables en  las plantas de vainilla (Tabla 4.2). El tipo de sustratos orgánicos no 
afectó las variables biométricas, pero si tuvo efectos significativos en los contenidos 
nutricionales de las hojas. Por el contrario, si hubo efecto significativo en las variables 
biométricas con las dosis de fertilización, pero esta no influenció el contenido de nutrientes 
de las hojas. La interacción entre ambos factores (sustrato y fertilización)  mostraron 
efectos significativos en las variables biométricas.  
 
Tabla 4.2 Niveles de significancia de los análisis de varianza (prueba F) de los tratamientos y su 
interacción en las diferentes variables (ns= no significancia; cv= coeficiente de variación). 
Variables Sustratos (A) Fertilización (B) AB cv(A) % cv(B)% 
Longitud (día 120)* ns <0.05 <0.001 11.87 9.37 
Longitud (día 150)* ns <0.01 <.001 11.17 9.33 
Longitud (día 180)* ns <0.001 <0.001 8.61 8.36 
Longitud final (día 210)* ns <0.001 <0.001 9.83 9.20 
Área foliar ns <0.001 <0.01 3.61 4.73 
Biomasa seca aérea ns <0.001 <0.01 15.30 15.05 
Biomasa seca hojas ns <0.001 <0.05 31.68 35.42 
Biomasa seca tallo ns <0.01 <0.01 29.24 26.91 
Raíces aéreas de soporte ns <0.01 <0.001 18.21 18.21 
Nitrógeno (N) <0.01 ns ns 15.14 13.7 
Fósforo (P) <0.01 ns ns 5.86 6.25 
Potasio (K) < 0.01 ns ns 9.22 8.55 
Calcio (Ca) < 0.01 ns ns 12.74 18.88 
Hierro (Fe) ns ns ns 18.77 22.16 
Cobre (Cu) < 0.01 ns <0.01 25.06 20.09 
Manganeso (Mn) < 0.01 ns ns 22.15 24.35 
Zinc (Zn) ns ns ns 3.63 7.58 
Magnesio (Mg) < 0.05 ns ns 13.48 15.10 
*La referencia del día corresponde al período de tiempo después del trasplante.   
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En todas las edades de las plántulas,  la longitud exhibió de la longitud, las plantas de 
vainilla exhibieron un valor significativamente mayor (P ≤0.05), cuando los sustratos y la 
fertilización fueron F75-20 y M75-20 (Figura 4.5). Vale la pena resaltar que las diferencias 
en longitud fueron detectadas un mes después de la fertilización (día 120) y aumentaron a 
través del tiempo. Los tratamientos que mostraron las mayores longitudes de las plántulas 
de vainilla (M75, F75 y fertilización a razón de 20 g planta
-1
año
-1
) no mostraron diferencias 
significativas entre ellos (P ≤0.05). 
 
Después de 210 días después del trasplante, el tratamiento F75-20 produjo las plantas más 
largas, 229.3 cm, esto fue 41% y 26.7% por encima de los tratamientos F50-20 y F25-20 
respectivamente (Figura 4.5).  
 
De la misma forma, cuando el sustrato fue M75-20, la longitud fue de 217 cm, lo que 
representa 58% y 38% superior al obtenido bajo los tratamientos M50-20 y M50-20, 
respectivamente.  
 
En el caso de la biomasa aérea,  se observó un aumento respecto al control del 94% y el 
100%,  bajo los tratamientos F75-20 y M75-20 (Figura 4.6). Por otro lado, la inoculación 
con los microorganismos no incrementó significativamente (P ≤0.05) el crecimiento de las 
plantas, independientemente de los materiales orgánicos y sus proporciones, respecto de los 
tratamientos no fertilizados y no inoculados (Figura 4.5 y Figura 4.6).   Además,  el área 
foliar, y la biomasa seca de hojas, tallos y raíces aéreas, mantienen el mismo 
comportamiento que las variables descritas anteriormente. Al comparar en cada una de las 
variables los tratamientos F75 y M75 bajo fertilización de 20 g y el control (no fertilizado), 
se observa un aumento significativo (Figura 4.7).   
 
Los sustratos orgánicos son la principal fuente de nutrientes del cultivo de vainilla 
(Hernández y Lubinsky, 2011). Además, proveen condiciones físicas a la raíz como 
aireación, retención hídrica, temperatura y control de arvenses que son críticas para el 
crecimiento y funcionamiento radicular (Damiron, 2004; Hernández y Lubinsky, 2011; 
Sarma et al., 2011).  
 
En este estudio, la alta presencia (75%) de fibra de coco o chips de madera, posiblemente, 
generó condiciones que favorecieron el desarrollo de las raíces. Desafortunadamente, estos 
materiales tienen una baja tasa de descomposición (Anexo a), por lo cual no proporcionaron 
suficientes nutrientes en un período de tiempo corto, especialmente fósforo que es uno de 
los nutrientes más limitantes para el cultivo de vainilla (Hua et al., 2009). En experimentos 
realizados por Monsalve et al. (no publicado)
3
 se encontró que la adición de solamente fibra 
de coco no favoreció el crecimiento de plántulas de vainilla (Anexo b); lo que podría 
indicar que a pesar de proporcionar condiciones físicas adecuadas, por sí solo no 
proporciona los nutrientes requeridos por la planta.  
                                                          
3
Monsalve A., Osorio A y Moreno F.H. Efecto de sustratos orgánicos compostados o frescos sobre el 
desarrollo de plántulas de vainilla. Trabajo de investigación, Universidad Nacional de Colombia, Medellín. 
(En prensa). 
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   Día 120     Día 150    Día 180    Día 210 
 
 
 
 
 
 
Figura 4.5. Longitud total de plántulas de Vainilla en función de la dosis de fertilizante de grado 27-11-11 (g planta
-1
 año
-1
) y de la combinación de sustratos 
orgánicos (F: fibra de coco, M: Chips de madera) en cuatro diferentes tiempos medidos después del trasplante. Los números asociados a los materiales orgánicos 
indican la proporción porcentual de estos en el sustrato, el resto está representado por hojarasca. En cada gráfica aparece el respectivo valor de LSD (P ≤0.05). Las 
variables originalmente se analizaron con la transformación raíz (x). 
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Figura 4.6 Biomasa seca aérea de plántulas de Vainilla en función de la dosis de fertilizante de grado 27-11-11 (g planta
-1
 año
-1
) y de la combinación de sustratos 
orgánicos. Los símbolos tienen el mismo significado descrito anteriormente. En cada gráfica aparece el respectivo valor de LSD (P ≤0.05). Las variables 
originalmente se analizaron con la transformación ln(x). 
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Figura 4.7 Área foliar y biomasa seca de hojas, tallo y  raíces aéreas de plántulas de Vainilla en 
función de la dosis de fertilizante de grado 27-11-11 (g planta
-1
 año
-1
) y de la combinación de 
sustratos orgánicos. Los símbolos tienen el mismo significado descrito anteriormente 
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Cando los sustratos son porosos y livianos, la fertilización provee los nutrientes 
complementarios requeridos por las plantas de vainilla. Sin embargo, dada la sensibilidad 
de las raíces de las plantas a las altas dosis de fertilizantes químicos (Damiron, 2004), tiene 
sentido la respuesta positiva detectada con la menor dosis de fertilizante, 20 g de 27-11-11 
por planta por año (Figura 4.5 y Figura 4.6).  
 
Por otro lado, cuando el sustrato de crecimiento tenía altas cantidades de hojarasca, el 
proceso de descomposición produjo un ambiente con poca aireación (menor porosidad) que 
parece ser restrictivo en el funcionamiento de las raíces. Igualmente, Monsalve et al. 
reportan que cuando el sustrato contenía solamente hojarasca, el crecimiento de plántula de 
vainilla fue muy inadecuado (Anexo b).  
 
Los contenidos de nutrientes en las hojas fueron influenciados significativamente por el 
tipo de sustrato orgánico utilizado, pero no por la dosis de fertilización o la inoculación 
microbial (Tabla 4.2). Por ejemplo, el contenido de nitrógeno (N) y calcio (Ca) en las hojas 
fue significativamente mayor (P≤0.05) cuando los sustratos orgánicos contenían chips de 
madera que cuando se utilizó fibra de coco (independiente de la proporción utilizada) 
(Tabla 4.3, Figura 4.8 y Figura 4.9). En contraste, los contenidos de fósforo (P), potasio (K), 
magnesio (Mg), cobre (Cu) y manganeso (Mn) fueron significativamente mayores (P≤0.05) 
cuando la fibra de coco fue usada (Tabla 4.3, Figura 4.8 y Figura 4.9). La capacidad de estos 
materiales orgánicos de suplir Ca y K es muy relevante ya que las plantas de vainilla 
extraen más Ca y K que otros elementos, incluyendo N (La et al., 1998).   
 
 
Eje 1 
Figura 4.8 Gráfico (Biplot) del análisis de componentes principales del contenido de nutrientes de 
las hojas de las plantas de vainilla y los tipos de sustratos. Los puntos en color gris son los sustratos 
que contenían chips de madera y en negro los datos con fibra de coco. El primer componente 
principal arrojó un valor propio de 0.807, que representa un 80.7% de la variabilidad total. El 
segundo componente arrojó un valor propio de 0.151 que representa un 15.1% de la variabilidad. Es 
decir que en los dos primeros ejes se captura un 95,8% de la variabilidad de los datos. 
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Figura 4.9 Contenido de nutrientes foliares de plantas de vainilla en función de los tipos de sustratos orgánicos. Los números de la leyenda indican la proporción 
de hojarasca (H) en los sustratos orgánicos respecto a la fibra de coco (columnas blancas) y chips de madera (columnas negras). Columnas con diferentes letras 
indican que hay diferencia significativa (LSD test, P ≤ 0.05). Cada valor es el promedio de quince datos. 
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La Figura 4.8 sugiere que hay un antagonismo entre la absorción de N- K y Ca- K, lo cual 
es consistente con los reportes de Cibes et al. (1947). Puesto que la absorción de K es 
promovida por la adición de fibra de coco (Figura 4.9) y K parece ser un nutriente clave 
para reducir la incidencia de la pudrición de tallo (Zaubin et al., 2011), generada 
principalmente por Fusarium oxysporum y que constituye uno de los mayores problemas 
observados en el cultivo de vainilla (Tombe y Liew, 2011), la adición de fibra de coco 
podría ser muy conveniente no solo por sus propósitos nutricionales, sino también como 
control de patógenos.     
 
Las diferencias en el contenido de P son inesperadas porque los tres tipos de materiales 
orgánicos en los sustratos orgánicos (F, M y H) tienen contenidos similares (0.9-1.1 g kg
-1
, 
Tabla 4.3). Esto indica que otros factores pueden afectar la viabilidad de P en los sustratos, 
por lo cual se considera las siguientes explicaciones: primero, los contenidos de Fe en los 
chips de madera son altos, lo que puede impedir la absorción de P (Marschner, 1997). 
Segundo, el crecimiento de la raíz fue visiblemente mejor cuando el sustrato era fibra de 
coco (como lo reporta Hernández y Lubisnky, 2011
9)
), lo que podría mejorar la absorción 
de P por la planta ya que la longitud de las raíces es el mayor factor que controla la 
absorción de este elemento (Barber, 1995).    
 
De acuerdo con los resultados reportados por Cibes et al. (1947) y Shaoruo et al. (1998), en 
el presente estudio los contenidos de nutrientes para N, Ca, K y Mg fluctúan en niveles 
satisfactorios (N: 1.9-2.5%; Ca: 2.2-3.3%; K: 2.9-5.1%; Mg: 0.6-0.8%). En contraste, en 
todo los tratamientos el contenido en las hojas de P fue muy bajo (<0.1%), lo cual está muy 
por debajo del rango considerado como adecuado [0.29-0.37% de acuerdo con Cibes et al. 
(1947); 0.43-0.5% como lo indica Shaoruo et al. (1998)]. Estos bajos niveles de P en los 
tejidos foliares pueden ser un factor limitante para el crecimiento de vainilla y, en 
consecuencia, para la productividad futura de vainas como lo sugiere La et al.(1998). No se 
encontraron niveles críticos para los otros elementos. 
 
Tabla 4.3 Concentración de nutrientes en  de la fibra de coco, chips de madera y hojarasca. 
Elemento  Fibra de coco (F)  Madera (M)  Hojarasca (H) 
N (%) 0.49 0.51 1.29 
P(%) 0.10 0.09 0.11 
S (%) 0.04 0.06 0.11 
Ca (%) 0.19 1.23 2.18 
Mg (%) 0.14 0.13 0.37 
K (%) 1.6 0.3 0.4 
Fe(µg g
-1
) 712 5020 7700 
Mn (µg g
-1
) 19 163 459 
Cu (µg g
-1
) 5 12 16 
Zn (µg g
-1
) 12 22 48 
B (µg g
-1
) 21.8 20.1 26.0 
 
Por otro lado, la Figura 4.10 muestra como los contenidos foliares de Ca, K, P y Fe se 
correlacionan positivamente con las variables biométricas. A pesar de que el contenido de P 
en las hojas fue muy bajo, se destaca la importancia de este elemento en el crecimiento de 
la planta, lo que sugiere que la aplicación de fertilización en el cultivo de vainilla debe 
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orientarse para incrementar los contenidos y disponibilidad de este elemento. Se observa 
también una alta correlación entre los contenidos foliares de N, Mn y Mg, los cuales se 
encuentran a su vez perpendiculares con la biomasa seca y área foliar. Esto indica que el 
nivel de N en las hojas no es determinante en el crecimiento de las plantas de vainilla, sin 
que esto suponga que la baja disponibilidad o ausencia de él no limitará el crecimiento de la 
planta 
 
Eje 1 
Figura 4.10 Resultado del Análisis de Redundancia basado en las variables biométricas y contenido 
de nutrientes foliares en las plantas. El primer eje arrojó un valor propio de 0.154 que representa un 
99.8% de la variabilidad de los datos. L: longitud, AF: área foliar y BS: Biomasa seca aérea. 
 
CONCLUSIONES 
 
Los resultados sugieren que el tipo de sustrato orgánico fue más importante para el estado 
nutricional de la planta que la fertilización. Cuando las plantas de vainilla crecieron en un 
sustrato poroso, con condiciones físicas favorables (pero pobres en la capacidad de suplir 
nutrientes), la fertilización se convirtió en un factor relevante para el crecimiento de la 
planta. Se observó que el crecimiento de las plantas de vainilla fue significativamente 
mayor cuando el sustrato de crecimiento estuvo compuesto por 75% de fibra de coco o 
chips de madera y la tasa de fertilización más baja, 20 g de 27-11-11 por planta por año. La 
inoculación con microorganismos no incrementó significativamente el crecimiento y la 
nutrición de la planta.   
 
La deficiencia de fosforo es uno de los nutrientes más limitantes para el crecimiento de 
vainilla bajo las condiciones experimentales utilizadas. Sin embargo, el contenido de P en 
el sustrato no parece ser un buen indicativo de la disponibilidad de este nutriente, otros 
factores como la porosidad, aireación y contenido hídrico, que favorecen el crecimiento de 
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la raíz, y la concentración de Fe en el sustrato tienen una mayor influencia en la absorción 
de P por la planta. Los contenidos de N y Ca en los tejidos foliares fueron 
significativamente mayores cuando el sustrato contenía chips de madera, mientras que los 
contenidos de P, K, Mg, Mn y Cu en las hojas fueron significativamente mayores cuando la 
fibra de coco fue usada. Por esta razón, se recomienda el uso de ambos materiales en los 
sustratos orgánicos, aunque con una mayor preferencia de la fibra de coco.    
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CAPÍTULO 5. 
 
EFECTO DE LA ADICIÓN DE VERMICOMPOST EN 
COMBINACIÓN CON HOJARASCA O FIBRA COCO Y DOSIS 
CRECIENTES DE UN FERTILIZANTE SOBRE EL CRECIMIENTO Y 
NUTRICIÓN DE PLÁNTULAS DE VAINILLA (Vanilla planifolia 
Jacks.) 
 
RESUMEN 
 
La producción de Vainilla es una actividad promisoria en Colombia; su éxito depende entre 
otros factores, de una nutrición adecuada. Sin embargo, sus requerimientos nutricionales no 
se conocen. El objetivo de este trabajo fue determinar el efecto de la aplicación de 
vermicompost en combinación con hojarasca y fibra de coco sobre el crecimiento y 
nutrición de plantas de vainilla. Nuestra hipótesis fue que el crecimiento de plántulas de 
vainilla depende de la composición del sustrato y de la dosis de fertilización química. 
Parcelas experimentales de 0.8 × 0.8 × 0.2 m se llenaron mensualmente con 10 L de un 
sustrato que contenía 20 % de vermicompost (V) y  80% de fibra de coco (F) ó 80% de 
hojarasca (H). Para cada tipo de fertilización se evaluaron dosis crecientes del fertilizante 
grado 27-11-11 a razón de 0, 20, 60 y 140 g por planta por año. Los resultados indican que 
no hubo efecto significativo (P<0.05) del tipo de sustrato y la fertilización sobre el 
crecimiento de las plantas, pero sí de la interacción entre sustrato y fertilización. El 
crecimiento de vainilla fue significativamente mayor cuando el sustrato contenía 
vermicompost, fibra de coco y fertilización de 140 g por planta por año; así mismo, cuando 
el sustrato contenía hojarasca, vermicompost y fertilización de 0 g por planta por año. Los 
contenidos foliares de Ca, Mg y Mn fueron mayores cuando el sustrato estaba compuesto 
por hojarasca y vermicompost. Así mismo, los contenidos de K y N fueron mayores cuando 
el sustrato contenía fibra de coco y vermicompost.  
 
INTRODUCCIÓN 
 
La producción de vainilla en Colombia ha comenzado a posicionarse como una actividad 
promisoria y novedosa, sin embargo, el país no posee una trayectoria en el cultivo y manejo 
de esta planta que le permita asegurar la supervivencia de esta actividad (Gómez et al., 
2011). 
 
La vainilla es la alternativa natural de la vainilla sintética, muy apreciada en el mercado de 
las aromáticas y reconocida como la segunda especia más costosa en el mundo (Anilkumar, 
2004; Damiron, 2004; Ranadive, 2003). Esta planta es una orquídea tropical perenne, nativa 
de Centro América y distribuida de forma pantropical (Cameron, 2011; Damiron, 2004; 
Portéres, 1954). Presenta tallo suculento, hojas sésiles, raíces aéreas en los nódulos y raíces 
terrestres que se desarrollan en materia orgánica en descomposición (Anilkumar, 2004; 
Hernández, 2011; Hernández y Lubinsky, 2011; Stéhlé, 1954). En la actualidad existen tres 
especies de vainilla comerciales: Vanilla pompona Shiede, Vanilla tahitensis J.W. Moores 
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y Vanilla planifolia Jacks., esta última es la que presenta mayor reconocimiento en el 
mercado mundial (Fouché y Jouve, 1999).  
 
Uno de los principales requerimientos del cultivo de vainilla, y que no es llevado a la 
práctica debidamente (Damiron, 2004; Ramírez et al., 1999), es la aplicación de materia 
orgánica para el desarrollo radical de las plantas. Existen una gran variedad de sustratos 
orgánicos usados en el cultivo de vainilla, el más común de ellos son los residuos leñosos y 
foliares procedentes de las podas de árboles y tutores (Hernández y Lubinsky, 2011). Otros 
tipos de materiales orgánicos usados son el aserrín, bagazo de caña, chips de madera, 
cascarilla de arroz, fibra de coco, cáscara de coco y vermicompost (Anilkumar, 2004; 
Bianchessi, 2004; Zhou et al., 2011). 
 
Algunos autores recomiendan la aplicación de materiales orgánicos que presenten una 
relación C/N alta (lenta degradación a través del tiempo) y que han liberado las sustancias 
más solubles que resultan de los primeros estados de descomposición (Bianchessi, 2004; 
Damiron, 2004; Prodesis, 2005; Ramírez et al., 1999). En algunos casos se han observado 
daños en el sistema radicular de la planta, toxicidad y propagación de microorganismos 
patógenos, por la aplicación de materiales frescos (muchos con un alto contenido 
nutricional) como trozos de madera, material foliar de plantas leguminosas y abonos de 
origen animal (Augstburger et al., 2000; Bianchessi, 2004; Ramírez et al., 1999). 
 
La transformación de este tipo de materiales orgánicos mediante el uso de lombrices y 
microorganismos (vermicompost), permitiría acelerar el proceso de descomposición de los 
materiales orgánicos, obtener un sustrato estable, con características físicas y químicas 
diferentes (Albanell et al., 1988; Orozco et al., 1996) y apropiado para aplicar en el cultivo 
de vainilla. Este tipo de sustrato ha sido ampliamente usado en cultivos de vainilla 
(Anilkumar, 2004; Sujatha y Bhat, 2010).     
 
El objetivo del estudio fue evaluar el efecto individual y combinado de diferentes sustratos 
orgánicos (vermicompost-fibra de coco y vermicompost-hojarasca) y cuatro niveles de 
fertilización química (0, 20, 60 y 140 g por año por planta) sobre el crecimiento y nutrición 
de plántulas de vainilla.  
 
MATERIALES Y METODOS 
 
Ubicación geográfica y características de las parcelas 
  
El experimento se llevó a cabo en Sopetrán, Antioquia (6°29’53”N-75°43’46”W)  (Figura 
5.1). Éste municipio tiene una temperatura media anual de 27°C  y una altitud de 1070 m.  
 
Las plántulas de vainilla se sembraron bajo una casa de malla (intercepción del 65%). 
Consta de 4 parcelas, cada una de ella con 8 subparcelas de 0.8 m de largo, 0.8 m de ancho 
y 0.3 m de profundidad. Cada subparcela se adecuó con una estaca de plástico que se 
desempeñó como tutor de la plántula (Figura 5.2). 
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Figura 5.1 Ubicación geográfica del sitio de ensayo. 
Cada subparcela contenía 10 L de sustrato para el crecimiento de las raíces. Cada dos meses 
se adicionó la misma cantidad de sustrato. Las plántulas se amarraron con fibra sintética.  
 
A                                                      B 
Figura 5.2 Aspecto general de una casa de malla. A. Vista externa B. sub-parcela experimental. 
Nótese el tutor de plástico sobre el cual crece adherida las plántulas de vainilla.  
 Tratamientos  
 
Los tratamientos consistieron en una combinación de materiales orgánicos del sustrato de 
crecimiento y diferentes dosis de fertilización química. El sustrato estuvo compuesto por 
una mezcla de 20% de vermicompost (producido por la empresa BIOPEC Ltda.) y 80% de 
fibra de coco (F80) u 80% de hojarasca (H80). Los tratamientos de fertilización química 
consistieron en la aplicación de cuatro dosis (0, 20, 60 y 140 g por planta por año) del 
fertilizante comercial de grado 27-11-11 [nitrógeno total (N) 27%, nitrógeno amoniacal (N) 
4.3%, nitrógeno ureico (N) 22.7%, fósforo asimilable (P2O5) 11%, potasio soluble en agua 
(K2O) 11%, magnesio (MgO) 2% y azufre total (S) 3%)]. La dosis del fertilizante se 
fraccionó en tres aplicaciones: la primera aplicación se realizó el día 90 después del 
trasplante, la segunda el día 120 y la tercera el día 150. Para la aplicación se removió el 
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sustrato que cubría las raíces y el fertilizante se aplicó de tal manera que quedara cerca, 
pero no en contacto con las raíces; luego se volvieron a cubrir con el sustrato (Figura 5.3). 
Las plantas estuvieron creciendo durante 210 días después del trasplante.  
 
   
 
Figura 5.3 Aplicación del fertilizante químico a las plantas de vainilla. 
  
La notación de los tratamientos dentro del documento se presenta en la Tabla 5.1   
 
Tabla 5.1 Niveles de los sustratos y las fertilizaciones utilizados en la experimentación.  
Proporción  de 
vermicompost  (%) 
Proporción de 
fibra de coco (%) 
Proporción de 
hojarasca (%) 
Fertilización* 
(g/planta/año) 
Notación 
20 80 0 0 F80-0 
20 80 0 20 F80-20 
20 80 0 60 F80-60 
20 80 0 140 F80-140 
20 0 80 0 H80-0 
20 0 80 20 H80-20 
20 0 80 60 H80-60 
20 0 80 140 H80-140 
*Grado 27-11-11 
 
Diseño experimental 
 
El diseño experimental del ensayo fue parcelas divididas. Las parcelas principales 
representaron el tipo de sustrato orgánico y las subparcelas representaron la dosis del 
fertilizante químico. Cada tratamiento tuvo 4 repeticiones que fueron distribuidas al azar. 
 
Mediciones biométricas  
 
Mensualmente se midió la longitud del tallo de las plantas y al final del experimento (día 
210) se cosecharon las plantas de cada tratamiento para la determinación de la longitud 
final, el área foliar (LICOR, LI-3000C) y la biomasa seca aérea. Para determinar la biomasa 
los materiales vegetales se secaron en una estufa (50º C, durante 8 días). 
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Contenido de nutrientes foliares 
 
De tres individuos por tratamiento, se tomó la 5ª, 6ª, 7ª y 8ª hoja enumeradas a partir de la 
zona apical. Las hojas separadas por repetición y tratamiento fueron secadas (50° C durante 
8 días), molidas y tamizadas (2 mm diámetro de partícula para análisis de N y malla 
número 60 para los demás nutrientes). Para la determinación analítica se usaron varios 
métodos,  Nitrógeno (método Micro- Kjedahl - NTC 666),  Fósforo (método ácido L-
ascórbico, técnica colorimétrica - NTC 5350),  Potasio, Calcio y Magnesio (método 
Absorción Atómica). Los análisis foliares se realizaron en el laboratorio de Biogeoquímica 
de la Universidad Nacional de Colombia, sede Medellín. 
 
Análisis estadístico 
Los datos fueron sometidos a análisis  de varianza (prueba F), con previa verificación del 
cumplimiento de los supuestos de normalidad, homocedasticidad e independencia del error. 
Al presentarse efecto significativo con los tratamientos, se hizo una separación de medias 
usando la prueba de la mínima diferencia significativa (LSD). En ambos casos se utilizó un 
nivel de significancia (P) ≤ 0.05. Se utilizó el programa SAS 9.0 para el procesamiento de 
los datos. 
 
Para observar la ordenación de las variables se utilizaron técnicas de análisis 
multidimensional. Se realizó una ordenación entre los tipos de sustratos y los contenidos 
nutricionales en las hojas de las plantas mediante un Análisis de Componentes Principales 
(ACP). Para examinar las relaciones entre  las variables biométricas y el contenido 
nutricional foliar de las plantas, se realizó un Análisis de Redundancia (AR). Ambos 
análisis son representados por flechas; dos flechas que apuntan hacia el mismo lado indican 
una correlación positiva, las que apuntan hacia lados opuestos indican una correlación 
negativa y si forman un ángulo recto indican una ausencia de correlación entre ellas. El 
procesamiento de estos datos se realizó mediante el programa CANOCO 4.52.    
 
RESULTADOS Y DISCUSIÓN  
 
No se presentaron diferencias significativas (P<0.05) en las variables biométricas [longitud 
(día 180), longitud final, área foliar y biomasa seca aérea]  en función del tipo de sustratos 
y las dosis de fertilización, pero si con la interacción de ambos factores (Tabla 5.2).   
 
Se observa un comportamiento similar en las variables biométricas. Cuando la planta se 
desarrolló bajo el sustrato F80, el crecimiento aumentó con la dosis de fertilización, 
mientras que bajo el sustrato H80 tendió a disminuir a medida que aumenta la fertilización 
(Figura 5.4 y Figura 5.5).  
 
Se puede observar la evolución en el crecimiento de las plantas, con la variable biométrica 
longitud (Figura 5.4).  
 
La longitud final de las plantas fue mayor cuando el tratamiento fue H80-0, esto fue 37 % 
por encima del lo obtenido cuando el sustrato fue F80-0. Cabe mencionar que este 
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tratamiento (H80-0) no presentó diferencias significativas con lo encontrado en F80-140 
(Figura 5.4).       
 
La máxima biomasa aérea (Figura 5.5), se presentó bajo el tratamiento F80-140, esto es 
63% por encima del tratamiento H80-140, sin embargo, este valor fue muy similar con el 
tratamiento H80-0. Se observó una disminución significativa de la biomasa aérea cuando el 
sustrato es H80 y se aumentó la dosis de fertilización química. El área foliar presentó el 
mismo comportamiento (Figura 5.5).  
   
Tabla 5.2 Niveles de significancia de los análisis de varianza (prueba F) de los tratamientos y su 
interacción en las diferentes variables (ns= no significancia; cv= coeficiente de variación). 
Variables Sustratos (A) Fertilización (B) AB cv (A) % cv (B)% 
Longitud (día 120)* ns ns ns 21.14 18.46 
Longitud (día 150)* ns ns ns 14.96 16.67 
Longitud (día 180)* ns ns <0.05 18.71 17.48 
Longitud final (día 210)* ns ns <0.05 18.71 17.48 
Área foliar ns ns 0.06 27.29 26.51 
Biomasa seca aérea ns ns 0.07 20.97 29.67 
Biomasa seca hojas ns ns 0.06 19.76 25.83 
Biomasa seca tallo ns ns 0.07 20.97 29.67 
R aéreas soporte ns ns ns 30.53 40.14 
Nitrógeno (N) <0.01 <0.05 ns 3.60 14.22 
Fósforo (P) ns ns ns 2.72 8.16 
Potasio (K) <0.05 ns ns 2.73 24.54 
Calcio (Ca) <0.01 ns ns 10.48 15.31 
Hierro (Fe) ns ns ns 9.80 12.34 
Cobre (Cu) ns ns ns 16.39 17.06 
Manganeso (Mn) <0.05 ns ns 6.31 24.74 
Zinc (Zn) ns ns ns 6.10 11.76 
Magnesio (Mg) <0.01 ns ns 8.13 13.13 
*La referencia del día corresponde al período de tiempo después del trasplante.   
La fibra de coco es un material ampliamente usado en el cultivo de vainilla. Su porosidad, 
ligereza y excelente capacidad de retención de humedad, son características que promueven 
el crecimiento radical de la planta (Hernández y Lubinsky, 2011). Durante el ensayo se 
observó un mejor crecimiento y vigorosidad de las raíces bajo los sustratos F80 
comparados con aquellos que se desarrollaron en un material rico en hojarasca. El 
desarrollo radicular de la planta combinado con las propiedades físicas otorgadas por la 
fibra de coco, podría promover una mejor absorción de los nutrientes.  
 
En contraste, los sustratos que contenían una mayor cantidad de hojarasca, pudo presentar 
tasas de descomposición más altas que la fibra de coco, adquiriendo una apariencia similar 
al vermicompost (baja aireación y porosidad), lo cual puede restringir el  desarrollo 
radicular de la vainilla.  
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     Día 120        Día 150       Día 180     Día 210 
  
Dosis anual de fertilización (g) 
 
Figura 5.4 Longitud total de plántulas de Vainilla en función de la dosis de fertilizante (g planta
-1
 año
-1
) y de la combinación de sustratos orgánicos (F: fibra de 
coco, H: hojarasca) en diferentes edades de las plántulas. Los números asociados a los materiales orgánicos indican la proporción porcentual de estos en el sustrato, 
el resto está representado por vermicompost. En cada gráfica aparece el respectivo valor de LSD (P ≤0.05). 
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Dosis anual de fertilización (g) 
 Figura 5.5 Biomasa seca aérea total y área foliar de plántulas de vainilla en función de la dosis de 
fertilizante (g planta
-1
 año
-1
) y de la combinación de sustratos orgánicos. Los símbolos tienen el 
mismo significado descrito anteriormente. En cada gráfica aparece el respectivo valor de LSD (P 
≤0.05).  
Por otro lado, las plantas de vainilla, al parecer, no responden adecuadamente a la 
combinación de sustratos que presentan altos contenidos de nutrientes y una disponibilidad 
inmediata de ellos. Gran cantidad de autores recomiendan el uso de materiales orgánicos 
que presentan bajas tasas de descomposición y en general bajos niveles nutricionales 
(Bianchessi, 2004; Hernández, 2011; Hernández y Lubinsky, 2011; Ramírez et al., 1999).  
En la Tabla 5.3, se encuentran los contenidos nutricionales de la fibra de coco, hojarasca y 
vermicompost. Como se observa en la tabla 5.3, los mayores contenidos nutricionales se 
dan en el vermicompost, seguido por la hojarasca y la fibra de coco. La combinación de la 
hojarasca y el vermicompost pueden dar como resultado una saturación de nutrientes para 
las plantas de vainilla, que junto a la aplicación de dosis crecientes de fertilización y las 
propiedades físicas inadecuadas que obtienen los materiales a través del tiempo, pueden 
desencadenar un bajo crecimiento en la planta como se observa en la Figura 5.4 y Figura 
5.5.   
 
Tabla 5.3 Concentración de los nutrientes en la fibra de coco, hojarasca y vermicompost 
 
Elemento Fibra de coco (F) Hojarasca (H) Vermicompost (V)  
N (%) 0.49 1.29 1.47 
P (%) 0.01 0.11 0.48 
S (%) 0.04 0.11 0.27 
Ca (%) 0.19 2.18 5.4 
Mg (%) 0.14 0.37 0.31 
K (%) 1.6 0.4 0.3 
Fe (µg g
-1
) 712 7700 11740 
Mn (µg g
-1
) 19 459 458 
Cu (µg g
-1
) 5 16 165 
Zn (µg g
-1
) 12 48 187 
B (µg g
-1
) 21.8 26.0 27.4 
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Por otro lado, los contenidos foliares de  N, K, Ca, Mn y Mg fueron afectadas por el tipo de 
sustratos pero no por la fertilización, excepto en el N (Tabla 5.2). La interacción Sustrato x 
Fertilización no tuvo efectos significados en los contenidos nutricionales. 
Los altos contenidos de Ca, Mg y Mn en la hojarasca, y K en la fibra de coco, explican los 
resultados obtenidos en los contenidos foliares (Figura 5.6). Este mismo comportamiento se 
observa en la ordenación de los contenidos nutricionales y los tipos de sustratos obtenidos 
en el Análisis de Componentes Principales (ACP) (Figura 5.7).  Se recalca notablemente, la 
ubicación del K hacia los sustratos que contienen fibra de coco, observándose la 
importancia de este tipo de material orgánico en el suministro de este elemento, el cual 
parece ser un nutriente clave para reducir la incidencia de la pudrición de tallo causada por 
Fusarium oxysporum (Tombe y Liew, 2011; Zaubin et al., 2011).   
 
  
  
 
 
Figura 5.6 Contenido de nutrientes foliares de plántulas de vainilla en función de los tipos de 
sustratos. Diferentes letras indican que hay diferencia significativa (LSD test, P ≤ 0.05). Cada 
columna es el promedio de doce datos. 
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De acuerdo con los resultados reportados por Cibes et al. (1947) y Shaoruo et al. (1998), en 
el presente estudio los contenidos de nutrientes para N (1.9-2.6 %,), Ca (2.6-4.2 %), K (2.3-
3.4 %,) y Mg (0.4-0.6 %) fluctuaron en niveles satisfactorios. En contraste, en todo los 
tratamientos el contenido en las hojas de P fue muy bajo (0.07-0.08 %), lo cual está muy 
por debajo del rango considerado como adecuado [0.29-0.37% de acuerdo con Cibes et al. 
(1947); 0.43-0.5% como lo indica Shaoruo et al. (1998)]. Estos bajos niveles de P en los 
tejidos foliares pueden ser un factor limitante para el crecimiento de vainilla y, en 
consecuencia, para la productividad futura de vainas como lo sugiere La et al. (1998). La 
baja absorción de P en todos los tratamientos, puede estar relacionada con los altos 
contenidos de Fe en el vermicompost que impiden la absorción de este elemento 
(Marschner, 1997). De acuerdo con La et al. (1998) el orden de absorción de nutrientes en 
este estudio, sigue el parámetro que ellos encontraron (Ca-K-N-Mg-P).  
 
 
Eje 1 
Figura 5.7 Gráfico (Biplot) del análisis de componentes principales del contenido de nutrientes de 
las hojas de las plantas de vainilla y los tipos de sustratos. Los puntos en color gris son los sustratos 
que contenían chips de madera y en negro los datos con fibra de coco. El primer componente 
principal arrojó un valor propio de 0.825, que representa un 82.5% de la variabilidad total. El 
segundo componente arrojó un valor propio de 0.136 que representa un 13.6% de la variabilidad. Es 
decir que en los dos primeros ejes se captura un 96,1% de la variabilidad de los datos. 
 
En el Análisis de Redundancia (AR) de la Figura 5.8, se observa que el contenido foliar de 
Mn, Cu, Fe, P, Zn y K se correlacionan positivamente con las variables biométricas. 
Aunque el contenido de P en las hojas fue muy bajo, este análisis muestra la importancia de 
este elemento en el crecimiento de la planta.  
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Se destaca también, la posición perpendicular del contenido de N con las variables 
biométricas longitud y biomasa seca, que muestra que no hay correlación entre ellas. Esto 
indica que el nivel de N en las hojas no es determinante en el crecimiento de las plántulas 
de vainilla, sin que esto suponga que una baja disponibilidad o ausencia del elemento, no 
limitará el crecimiento de la planta.     
 
 
Eje 1 
Figura 5.8 Resultado del Análisis de Redundancia basado en las variables biométricas y contenido 
de nutrientes foliares en las plantas. El primer eje arrojó un valor propio de 0.342 que representa un 
98.8% de la variabilidad de los datos. L: longitud, AF: área foliar y BS: Biomasa seca aérea. 
CONCLUSIONES 
 
En el sustrato con 20% de vermicompost y 80 % de fibra de coco, el crecimiento de la 
plantas tiende a aumentar a medida que se incrementan las dosis de fertilización. Por el 
contrario, cuando el sustrato contiene 20% de vermicompost y 80% de hojarasca, el 
crecimiento de las plantas tiende a disminuir a medida que aumenta la fertilización. Este 
comportamiento puede deberse a la combinación de las condiciones físicas, contenido 
nutricional de los sustratos y fertilización química. Al parecer las condiciones físicas que 
proporcionan los sustratos al sistema radicular tienen una gran influencia en el crecimiento 
de la planta. Por lo anterior, sustratos que presentan una alta porosidad y aireación como la 
fibra de coco pueden favorecer el crecimiento de la planta; mientras que, sustratos que 
generan condiciones restrictivas para el crecimiento de la raíz, como la hojarasca, influyen 
negativamente en esta variable. Por otro lado, la combinación de materiales que presentan 
altos contenidos nutricionales, como la hojarasca y el vermicompost, pueden influir 
negativamente en el crecimiento de la planta, lo cual se acentúa cuando se aplican dosis 
crecientes de fertilización.  
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La deficiencia de fosforo es uno de los nutrientes más limitantes para el crecimiento de 
vainilla bajo las condiciones experimentales utilizadas. 
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CAPÍTULO VI.  
 
CONSIDERACIONES GENERALES 
 
Los hábitos saprófitos de la vainilla permiten interacciones entre poblaciones microbiales y 
la planta. En este estudio se observó una abundante y diversa población microbial asociada 
a plantas de vainilla, la cual fue dominada por bacterias en todos los grupos funcionales 
analizados: Microorganismos Solubilizadores de Fosfato, Bacterias Fijadoras de Nitrógeno, 
Celulolíticos y Amonificantes. 
 
Estos microorganismos desarrollan funciones metabólicas que desencadenan el proceso de 
descomposición de los materiales orgánicos y pueden favorecer el desarrollo de la planta 
especialmente cuando se liberan nutrientes que pueden ser absorbidos por la vainilla. Las 
pruebas in vitro permitieron evaluar la efectividad metabólica en los microorganismos y 
detectar que algunos de ellos tienen el potencial para favorecer la nutrición y el crecimiento 
de la vainilla. Sobresalieron, en esta evaluación, microorganismos del género Enterobacter 
y Bacillus y la especie Pseudomonas fluorescens, que además de presentar características 
bioquímicas específicas, han sido reconocidas en la literatura especializada, como agentes 
de control de patógenos en el cultivo de vainilla.  
 
A pesar de lo anterior, la bio-fertilización no mejoró el crecimiento de las plantas. Este 
resultado podría explicarse por la abundancia microbial establecida en la hojarasca y en el 
suelo que hace que al introducir los microorganismos seleccionados, se genere una alta 
competencia que imposibilita tener un efecto positivo sobre la planta. Quizás, se requiera 
de un mayor número de inoculaciones para incrementar las poblaciones microbiales 
deseadas y observar efectos positivos sobre el crecimiento de la vainilla.    
 
Por otro lado, los resultados indican que el desarrollo de la planta puede depender de la 
combinación de: las condiciones físicas otorgadas por los sustratos, el suministro de 
nutrientes y el nivel de fertilización química.    
 
Las condiciones físicas concedidas por los sustratos orgánicos al sistema radical, pueden 
tener una gran prevalencia en el crecimiento y nutrición de la vainilla. Los resultados 
muestran un mejor crecimiento de la plántula bajo sustratos compuestos por fibra de coco o 
chips de madera y hojarasca (capítulo 4), comparados con los que presentan hojarasca y 
vermicompost (capitulo 5). Cuando los materiales orgánicos presentan altas cantidades de 
chips de madera o fibra de coco, se favorecen condiciones físicas como porosidad, 
aireación, flujo de agua, entre otros aspectos, que contribuyen al desarrollo radical. Por el 
contrario, cuando los materiales orgánicos son dominados por hojarasca y vermicompost, 
las propiedades físicas del sustrato orgánico son contrarias y pueden restringir el 
crecimiento de la planta. 
  
Las tasas de descomposición de los materiales utilizados juegan un papel importante en la 
liberación de nutrientes. La fibra de coco y los chips de madera, presentan tasas de 
descomposición similares (Anexo a), que indican que pueden suministrar través del tiempo 
pocos nutrientes, mientras que el vermicompost es más lábil en este aspecto. Por otro lado, 
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los contenidos nutricionales de la madera y fibra de coco (tablas 4.2 y 5.2) son muy bajos 
en comparación con el vermicompost. Los resultados obtenidos en el capítulo 4 y 5, 
muestran que el crecimiento de la vainilla puede ser favorecida por sustratos que 
suministran pocos nutrientes a través del tiempo.  
 
En el caso de la fertilización química,al parecer la planta responde a bajos niveles de 
fertilización, cuando los sustratos tienen un bajo suministro nutricional y las condiciones 
físicas son adecuadas. Cuando el sustrato fue rico en chips de madera o fibra de coco se 
obtuvieron condiciones físicas favorables para el crecimiento de la raíz, pero al presentar 
poca capacidad para suministrar nutrientes se encontró una respuesta positiva a bajas dosis 
de fertilización.  En el experimento del capítulo 5 cuando se utiliza 80 % de hojarasca y 
20% de vermicompost hubo un alto potencial para suministrar nutrientes, pero las 
condiciones físicas de estos materiales no fueron necesariamente buenas, ya que se espera 
una menor porosidad y una menor retención de agua, tal como encontraron Monsalve et 
al.
4
en experimentos similares (Anexo b). Además, la tendencia fue que al aumentar la dosis 
de fertilizante se disminuyó la biomasa de la planta (Figura 6.1).  
 
 
Figura 6.1Biomasa seca aérea total en función de la dosis de fertilizante (g planta
-1
 año
-1
) y de la 
combinación de vermicompost y hojarasca (H80).  
Los anteriores resultados demuestran claramente las interacciones entre tipos y 
proporciones de  materiales orgánicos, condiciones físicas del sustrato, potencial para 
suministrar nutrientes y la respuesta a la fertilización.  
 
Se observan que los contenidos de nutrientes en las hojas de la vainilla responden a los 
contenidos nutricionales de los sustratos. Por ejemplo, las concentraciones de N y Ca 
fueron favorecidas cuando se utilizaron chips de madera, mientras que los contenidos de K 
fue favorecido por el uso de fibra de coco. 
 
                                                          
4
Monsalve A., Osorio A y Moreno F.H. Efecto de sustratos orgánicos compostados o frescos sobre el 
desarrollo de plántulas de vainilla. Trabajo de investigación, Universidad Nacional de Colombia, Medellín. 
(En prensa). 
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El análisis de redundancia de los datos biométricos y contenidos de nutrientes foliares en 
los experimentos del capítulo 4 y 5, coinciden en  mostrar al P, K y Fe como elementos 
importantes en los valores que toman las variables biométricas como longitud, área foliar y 
biomasa seca. Sin embargo, se destaca la influencia del contenido de P sobre los demás 
elementos.  
 
Los contenidos foliares de N no presentaron correlación con las variables biométricas en 
ninguno de los experimentos, lo cual podría indicar que este elemento es importante, pero 
no determinante en el crecimiento de la planta de vainilla.   
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ANEXO A. 
 
TASA DE DESCOMPOSICIÓN DE MATERIALES ORGÁNICOS 
USADOS COMO SUSTRATOS DE CRECIMIENTO DE PLÁNTULAS 
DE VAINILLA 
MATERIALES Y MÉTODOS 
 
Se utilizaron bolsas de descomposición elaboradas con malla plástica de 2 mm de poro y un 
tamaño de 20x20cm. Cada bolsa se llenó con 10 g de material orgánico compuesto por fibra 
de coco y hojarasca, o chips de madera y hojarasca en diferentes proporciones (Tabla a.1, 
capitulo 4). Por cada tipo de material orgánico se tomaron 4 muestras de 10 g y se 
determinó el contenido de humedad inicial.  
 
Las bolsas de descomposición se colocaron en una casa de malla, sobre camas de 
crecimiento de plántulas de vainilla que contenían el mismo tipo de material orgánico y 
podrían presentar o no bio-fertilización (Figura a.1, capítulo 4).  
 
Tabla a.1 Tipos de materiales orgánicos usados en las bolsas de descomposición. 
 
Tipo de material orgánico Inoculado Notación 
Fibra de coco (F) y hojarasca (H) (F25%-H75%) Si F25i 
Fibra de coco (F) y hojarasca (H) (F25%-H75%) No F25 
Fibra de coco (F) y hojarasca (H) (F75%-H25%) Si F75i 
Fibra de coco (F) y hojarasca (H) (F75%-H25%) No F75 
Chips de madera (M) y hojarasca (H) (F25%-H75%) Si M25i 
Chips de madera (M) y hojarasca (H) (F25%-H75%) No M25 
Chips de madera (M) y hojarasca (H) (F75%-H25%) Si M75i 
Chips de madera (M) y hojarasca (H) (F75%-H25%) No M75 
 
Por cada tipo de material orgánico se colocaron 15 bolsas de descomposición, las cuales se 
distribuyeron al azar en tres camas de crecimiento, cada una con 5 bolsas. El total de bolsas 
de descomposición fue de 120. 
 
 
       A     B 
Figura a.1 Bolsas de descomposición de materiales orgánicos usados como sustratos de 
crecimiento de vainilla. A. vista de las bolsas de descomposición en las camas de crecimiento. B. 
detalle de la bolsa de descomposición. 
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Se retiró una bolsa de descomposición por cada cama de crecimiento cuando transcurrieron 
17, 70, 152, 240 y 332  días después de haberse establecido el ensayo. Las bolsas fueron 
llevadas al laboratorio de ecología (LECA) de la Universidad Nacional de Colombia, allí se 
extrajo, cuidadosamente, el contenido de cada una de ellas y se limpió con un pincel cada 
componente (Figura a.2). Las muestras se secaron al horno durante tres días a una 
temperatura de 60°C. 
 
 
 
Figura a.2 Extracción de los materiales orgánicos de las bolsas de descomposición.  
 
Para describir la evolución de la materia seca residual (MSR), se ajustó mediante regresión 
no lineal el modelo exponencial negativo (Olson 1963), que describe la Ecuación 1. 
 
       
        (1) 
 
RESULTADOS 
 
En la Figura a.2 se presenta el proceso de descomposición de los materiales orgánicos en 
función del tiempo. Llama la atención que los tratamientos que contienen una mayor 
proporción de hojarasca en comparación a la fibra de coco (F25 y F25i) presentaron una 
descomposición mayor.  
 
Los modelos de regresión no lineal que describen el proceso de descomposición de los 
materiales orgánicos analizados se observa en la Tabla a.2. 
 
Tabla a.2 Modelo de regresión ajustado para la materia seca residual (Xt/X0) en función del tiempo, 
de los materiales orgánicos usados como sustrato de crecimiento de plántulas de vainilla.  
 
Tto Modelo R2 (%) D-W 
F25 e
(-0,00179*t) 
91,2 1,47 
F25i e
(-0,00203*t) 92,5 1,82 
F75 e
(-0,00105*t) 80,0 1,97 
F75i e
(-0,00118*t) 92,6 1,90 
M25 e
(-0,00176*t) 74,1 1,97 
M25i e
(-0,00124*t) 68,1 1,69 
M75 e
(-0,00141*t) 74,3 2,00 
M75i e
(-0,00171*t) 85,5 1,25 
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    A          B 
Figura a.3 Materia seca residual (Xt/X0) de los materiales orgánicos usados como sustratos de crecimiento inoculados (i) y sin inocular. A. 
Sustratos compuestos por fibra de coco (F) y hojarasca (H). B. Sustratos compuestos con chips de madera (M) y  hojarasca (H).  
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ANEXO B. 
EFECTO DE SUSTRATOS ORGÁNICOS FRESCOS O 
COMPOSTADOS SOBRE EL DESARROLLO DE PLÁNTULAS DE 
VAINILLA
5
 
 
MATERIALES Y MÉTODOS 
 
Se sembraron plántulas de Vanilla planifolia en recipientes plásticos, bajo una casa de 
malla ubicada en el municipio de Sopetrán (Antioquia). Los recipientes fueron llenados con 
14 tipos de materiales orgánicos (frescos o compostados) representativos de las zonas de 
estudio del proyecto de investigación “Manejo integral del cultivo de vainilla en arreglos 
agroforestales bajo condiciones contrastantes en Colombia”. Por cada tipo de material 
orgánico se sembró 5 plántulas que fueron dispuestas al azar. 
 
 
    A        B 
Figura b.1 Evaluación de sustratos orgánicos frescos o compostados sobre plántulas de vainilla. A. 
Vista general del ensayo. B. Detalle de las plántulas sembradas en recipientes plásticos. 
 
Se determinó el incremento longitudinal relativo de las plantas de vainilla, entre los 90 y 
180 días después del trasplante. Por otro lado, se calculó la densidad aparente de cada tipo 
de sustrato orgánico.  
 
RESULTADOS 
 
En la figura b.2 se observa la longitud relativa de las plántulas de vainilla. Los mejores 
crecimientos se observan bajo los sustratos de pulpa de café compostado, chips de madera 
compostada, corteza de eucalipto compostada y champiñonasa fresca. Llama la atención 
que estos sustratos registraron los mayores valores de densidad aparente (Figura b.3). 
                                                          
5
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sobre el desarrollo de plántulas de vainilla. Trabajo de investigación, Universidad Nacional de Colombia, 
Medellín. (En prensa).  
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F: fresco, C: compostado, Plat: vástago de plátano, C euc: corteza de eucalipto, Hojar: Hojarasca, C mad: chips de 
madera, P café: pulpa de café, Fc: fibra de coco, CT: chips de Teca, AT: aserrín de Teca, Ch: champiñonasa. 
 
Figura b.2 Longitud relativa de las plántulas de vainilla en cada tipo de sustrato orgánico. 
 
 
F: fresco, C: compostado, Plat: vástago de plátano, C euc: corteza de eucalipto, Hojar: Hojarasca, C mad: chips de 
madera, P café: pulpa de café, Fc: fibra de coco, CT: chips de Teca, AT: aserrín de Teca, Ch: champiñonasa. 
 
Figura b.3 Densidad aparente de los sustratos orgánicos evaluados. 
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